

















































































                “‘Tis strange – but true 
for truth is always strange;  
stranger than fiction” 

























































AJ      Adherens junction 
AMP      Adenosine monophosphate 
AMPK      AMP‐activated protein kinase 
aPKC      Atypical protein kinase C 
ARF      Alternative reading frame 
ARK      AMPK‐related kinase 
ATM      Ataxia‐telangiectasia mutated 
ATP      Adenosine triphosphate 
bHLHZip    Basic helix‐loop‐helix‐leucine zipper 
BM      Basement membrane 
BRCA1/2    Breast cancer 1/2 
BRSK      Brain‐specific kinase 
Cdc42      Cell and division cycle 42 
CDK      Cyclin dependent kinase 
CIP2A      Cancerous inhibitor of PP2A 
CRB      Crumbs polarity complex 
CRIB      Cdc42 and Rac interactive domain 
DCIS      Ductal carcinoma in situ 
DISC      Death inducing signaling complex 
ECM      Extracellular matrix 
EGF      Epidermal growth factor 
EMT      Epithelial‐to‐mesenchymal transition 
ER      Estrogen receptor 
ERK      Extracellular signal‐regulated kinase 
FAK      Focal adhesion kinase 
FGF      Fibroblast growth factor 
FGFR      Fibroblast growth factor receptor   
FOXO3a    Forkhead box 3a 
GH      Growth hormone 
GSK3β      Glycogen synthase kinase 3β   
GTP      Guanine triphosphate 
HGF      Hepatocyte growth factor 
IGF      Insulin‐like growth factor 
ILK      Integrin‐linked kinase 
K‐Ras      Kirsten rat sarcoma viral oncogene homolog 
LGL      Lethal giant larvae 
LKB1/STK11    Liver kinase B1/Serine‐threonine kinase 11 
LOH      Loss of heterozygosity 
MAP      Microtubule‐associated protein 
MARK      Microtubule affinity regulated kinase 
MB      Myc box 
MDCK      Madin‐Darby canine kidney cell 
Mdm2      Mouse double‐minute 2 
MEC      Mammary epithelial cell 
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MMP      Matrix metalloproteinase 
MMTV      Mouse mammary tumor virus 
mTOR      Mammalian target of rapamycin 
MO25      Mouse protein 25 
MOMP      Mitochondrial outer membrane permeability 
MT‐MMP    Membrane‐type matrix metalloproteinase 
MUPP      Multi PDZ‐domain protein 
NF‐κB      Nuclear factor k‐B 
NSCLC      Non‐small cell lung carcinoma 
PALS1      Protein associated with lin 7 1 
PAR      Partitioning defective 
PATJ      PALS1‐associated tight junction protein 
PB1      Phox‐Bem1p domain 
PCR      Polymerase chain reaction 
PDGF      Platelet derived growth factor 
PDZ      PSD‐95, Discs large, ZO‐1 domain 
PI3K      Phosphatidyl‐inositol 3 kinase 
PIP      Phosphatidyl‐inositol 
PJS      Peutz‐Jeghers polyposis syndrome 
PP2A      Protein phosphatase 2A 
PR      Progesterone receptor 
PTEN      Phosphatase and tensin homolog 
ROCK      RhoA kinase 
SCRIB      Scribble polarity complex 
SIK      Salt‐induced kinase 
SNRK      SNF/AMPK related kinase 
Stat5a      Signal transducer and activator of transcription 5a 
STRAD     Ste20‐related adaptor protein 
TAD      Transactivation domain 
TDLU      Terminal ductal lobular unit 
TEB      Terminal end bud 
TGF‐β1     Transforming growth factor β1 
TJ      Tight junction 
TNF      Tumor necrosis factor 
TRAIL      TNF‐related apoptosis inducing ligand 
TSC1/2    Tuberous sclerosis 1/2 
TSG      Tumor suppressor gene 
uPA      urokinase plasminogen activator 
WAP      Whey acidic protein 
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and  cell‐cell  contacts  are  common  in  advanced  solid  cancers  and  often  indicate 
aggressive disease and high metastatic potential of the primary tumor. However, the 
role of epithelial  integrity,  formed by  the coordinated  interplay between specialized 
cell adhesions and cell polarity, in the initiation of human cancers has been less clear.  
The major aim of this study was to explore the role of epithelial integrity as a tumor 
suppressor  mechanism  in  human  and  murine  mammary  epithelial  cells.  The 
mammary gland is a unique organ, where most of its development occurs post‐natally 
and is affected by cyclical hormonal activity. Consequently, the mammary gland needs 
to  accommodate  vast  amounts  of  cell  proliferation  and  tissue  remodeling  without 
compromising  proliferation  control.  Using  a  three‐dimensional  cell  culture  model 
recapitulating many  aspects  of  the mammary  epithelium  in  vitro,  we  observed  that 




mammary  epithelial  cells  in  vitro  and  in  vivo  led  to  widespread  loss  of  epithelial 
integrity, as demonstrated by loss of apico‐basal polarity, basement membrane (BM) 
deterioration and increased side branching. Furthermore, while loss of Lkb1 alone did 
not  induce tumor formation  in the mouse mammary gland,  it synergized with c‐Myc 
leading  to  dramatically  increased  tumorigenesis.  Interestingly,  the  synergy  between 
Lkb1 loss and c‐Myc was observed to involve deregulation of serine‐protease Hepsin, 
a BM degrading protease also implicated in human cancers.  
A  second  aim  of  this  study  was  to  study  the  mechanisms  of  c‐Myc‐induced 
sensitization  to  apoptosis  and how  it  is modulated by epithelial  integrity. We  found 
that  c‐Myc  induces  apoptotic  sensitivity  specifically  to  TNF‐related  death  inducing 
ligand  (TRAIL)  through activation of pro‐apoptotic protein Bak and amplification of 
mitochondrial  apoptotic  signaling.  Also,  the  apoptotic  function  of  c‐Myc  was 














and  it  undergoes  continuous  remodeling due  to  the  cyclical  reproductive  hormones 
and pregnancies. The mammary epithelium starts to develop already before birth, but 
the full development of the mammary ductal tree starts only at puberty. The complete 
formation  and  differentiation  of  lobulo‐alveolar  structures  is  accomplished  during 
pregnancy and lactation. After the cessation of lactation, the lobulo‐alveolar structures 
involute and the epithelium reverts to the state prior to the pregnancy (Richert et al., 
2000).  Thus,  it  is  essential  that  the  extensive  growth,  differentiation  and  involution 
cycles occurring during the reproductive phase be well controlled. The need for strict 
proliferation  control  is  further  underlined  by  the  fact  that  the  mammary  gland  is 
prone  to development of epithelial  cancers,  suggesting  that  the cyclical  changes and 
the  vast  amount  of  epithelial  remodeling  can  act  as  a  predisposing  event  in 
tumorigenesis. Consequently,  the mammary gland  is  an organ where  the epithelium 
has an important role in its normal function and also in disease. 
1.1 Structure of the mammary gland 
The  mammary  gland  is  an  apocrine  gland  consisting  of  glandular  epithelium 
surrounded  by  a  microenvironment  composed  of  extracellular  matrix  (ECM), 
adipocytes  and  diverse  stromal  cell  types  (Polyak  and  Kalluri,  2010;  Richert  et  al., 
2000).  The  mammary  epithelium  forms  a  branched  ductal  network  with  ducts 
draining  to  an opening  in  the nipple. At  the posterior  end of  each duct  are  situated 
terminal ductal lobular units (TDLU) (Figure 1A), which contain lobules consisting of 
several  secretory  alveoli  (or  acini).  Alveoli  are  blunt  ended  units  that  differentiate 




composed  of  two  layers  of  epithelial  cells,  an  inner  layer  of  polarized  luminal 
epithelial  cells  and  an  outer  layer  of myoepithelial  cells  (Polyak  and  Kalluri,  2010) 
surrounded by a  layer of basement membrane  (BM)  (Figure 1A). The  inner  luminal 
cell layer is responsible for the production of milk constituents and secretion into the 
lumen  of  the  alveoli.  The  myoepithelial  cell  layer  is  essential  in  supporting  the 
secretory function of the mammary gland, by being able to contract and aid the flow of 






Rohrschneider, 2010). Thus, whereas  the  luminal cells accomplish  the differentiated 




as  several  key  studies  elucidating  the molecular  biology  of  the mammary  gland  are 






Subsequently,  between  E11.5  and  E12.5  cells  invaginate  from  the  ectoderm  to  the 
primary  mammary  mesenchyme  to  form  an  initial  mammary  bud.  Following 
mammary  bud  formation,  reciprocal  interactions  between  the  mammary  bud  and 
mammary  mesenchyme  originating  from  the  mesoderm  leads  to  formation  of  a 
rudimentary  epithelial  tree  and  condensation  of  the  prospective  mammary  fat  pad 
(Figure 2; Hennighausen and Robinson, 2001; Richert et al., 2000).  Indeed, signaling 
between  the  epithelium  and mesenchyme  has  an  important  role  during  embryonic 
development  of  the  mammary  gland  since  at  this  stage  the  gland  development  is 
independent  of  systemic  hormonal  cues.  For  instance,  disruption  in  parathyroid 
hormone‐related protein (PTHrP), which  is expressed both  in  the mesenchymal and 
epithelial compartments of the embryonic mouse mammary gland, leads to failure of 
the  primary  mammary  mesenchyme  to  differentiate  and  subsequent  failure  of 
Figure  1.  Structure  of  mammary  epithelium  and  terminal  end  bud.  A)  A  schematic 
illustration of the structure of mammary epithelium. The inner luminal epithelial cell layer, which 
is facing the lumen of the duct, is surrounded by contractile myoepithelial cells and the basement 
membrane.  B)  A  carmine‐alumn stained mammary  gland wholemount  of  an  8‐week old mouse 




mammary  epithelium  to  develop  past  the  mammary  bud  stage  (Dunbar  and 
Wysolmerski,  1999;  Foley  et  al.,  2001;  Wysolmerski  et  al.,  1998).  Furthermore, 
signaling  through Wnt,  epidermal  growth  factor  (EGF)  and  fibroblast  growth  factor 
(FGF) pathways appear  to play key roles  in  the early development of  the mammary 
gland  (Hennighausen  and  Robinson,  2001;  Hens  and Wysolmerski,  2005).  Notably, 
four  of  the  five mammary  placodes  fail  to  form  in  the  absence  of  FGF  receptor  2b 
(FGFR2b) or  its  ligand FGF10 (Veltmaat et al., 2003). Also, mammary glands of mice 
lacking  Wnt  pathway  effector  Lef1,  or  glands  expressing  Dkk1,  a  secreted  Wnt 
inhibitor, show no mammary gland development beyond the bud stage (Boras‐Granic 
et al., 2006; Chu et al., 2004). 
Post  natally,  the  rudimentary  mammary  epithelium  stays  relatively  dormant  until 
puberty (Figure 2). Hormone receptors are expressed in the mammary gland already 
before puberty (Haslam and Nummy, 1992; Hovey et al., 2001), however the growth 





responsible  for  adult  mammary  gland  development  are  the  pituitary  hormones 
growth hormone  (GH)  and  insulin  like  growth  factor‐1  (Igf1),  and  ovarian  estrogen 
and  progesterone  (Daniel  et  al.,  1987;  Feldman  et  al.,  1999;  Lydon  et  al.,  1995). 
Estrogen, GH and Igf1, out of which the latter two are already present before estrogen, 
have been demonstrated to play a key role  in mammary gland development as mice 
lacking  either  these  hormones  or  their  receptors  exhibit  disrupted  mammary 
development  after  puberty  (Daniel  et al.,  1987;  Feldman  et  al.,  1999;  Gallego  et al., 
2001).  Also,  mice  lacking  progesterone  receptor  (PR)  show  significant  yet  milder 
deficiencies  in  mammary  gland  development.  Indeed,  estrogen  and  progesterone 
appear to function in a sequential fashion in the development of the mammary gland, 
as estrogen receptor (ER) α ‐/‐ mammary glands fail to develop beyond puberty while 
PR  ‐/‐  mammary  glands  start  to  develop,  yet  have  defects  in  side  branching  and 
formation of alveoli (Brisken et al., 1998; Feng et al., 2007; Haslam, 1989; Mallepell et 
al., 2006). Estrogen thus seems to be the major mitogenic stimulus during puberty and 
is  required  to  initiate  the  first  phase  of  ductal  elongation, whereas  progesterone  is 
essential for formation of ductal side branches and alveologenesis. Additionally, there 
is  evidence  of  interplay  between  hormonal  cues  and  growth  factor  pathways.  For 
example,  estrogen  is  shown  to  elicit  its mitogenic  function  via  EGF  family member 
amphiregulin  (Ciarloni  et  al.,  2007;  Haslam,  1989;  Mallepell  et  al.,  2006),  and 
progesterone  via  Cyclin  D1  as  well  as  by  a  paracrine  mechanism  involving  tumor 








its  area  by  forming  extensions  (Gray  et  al.,  2010;  Lu  and  Werb,  2008)  and  thus 
increases  the  functional  tissue  area  within  an  organ.  Various  organs  such  as  the 
mammary  gland,  lungs,  kidney,  pancreas  and  salivary  gland  undergo  branching 
morphogenesis  as  a  part  of  their  development  (Gray  et al.,  2010).  In  the mammary 
gland,  branching  morphogenesis  can  be  divided  into  three  phases:  the  embryonic 
phase,  the  pubertal  phase  and  the  adult  phase.  Embryonic  branching  leads  to 
formation of a simple rudimentary epithelial tree, whereas the majority of branching 
events  occur  during  the  pubertal  phase,  when  mammary  gland  development  is 





the  luminal  structure  (Hinck  and  Silberstein,  2005).  The  branch  points  form  by 
Figure 2. Mammary gland morphogenesis. A schematic representation of the different developmental 
phases and the changes occurring in the ductal epithelium during mammary gland morphogenesis. During 
embryonic  development,  growth  of  rudimentary mammary  epithelium  is  observed  and during  the pre‐
pubertal  phase,  the  growth  continues  to  slowly  form  simple  ducts.  After  the  onset  of  puberty,  the 
mammary epithelium starts to rapidly grow and undergo branching morphogenesis to form an elaborate 
ductal  network.  During  pregnancy  and  lactation,  the  epithelium  undergoes  alveolar  differentiation. 
Subsequently, after weaning the epithelium involutes and resumes its pre‐pregnant state. Also shown are 







fat  pad  and  regress  (Richert  et  al.,  2000).  Furthermore,  unlike  in  other  branching 
organs, in the case of mammary epithelium the branching process leaves open spaces 
between ducts  to make  room  for  lobulo‐alveolar units  to develop during pregnancy 
(Hinck and Silberstein, 2005). Additionally,  simultaneous  to  the primary bifurcation 
occurs  secondary  branching  laterally  from  the  primary  ducts  that  follow  the  TEBs 
(Sternlicht et al.,  2006). The adult branching phase,  or  tertiary branching,  occurs  as 
side  branching  to  the  existing  ducts  and  is  initiated  during  cyclical  hormone 
stimulation and completes during pregnancy with lobulo‐alveolar differentiation. 
The branching process has been  shown  to  require modifications of  the  surrounding 
ECM. It has been demonstrated that the ECM in front of and surrounding the invading 
TEB is rich in hyaluronic acid, while the ECM surrounding the mature ducts is rich in 
laminin,  collagen  IV  and proteoglycans  (Fata et al.,  2004;  Lochter  and Bissell,  1995; 
Silberstein and Daniel, 1982). Also, ECM remodeling enzymes have been shown to be 
indispensable for branching. For instance, overexpression of Stromelysin‐1, a member 
of  the matrix metalloprotease  (MMPs)  family, which  is  implicated  in  tissue  invasion 
and branching morphogenesis of various tissues (Fata et al., 2004), has been shown to 
lead to increased mammary duct side branching and disruption of the BM (Sympson 
et  al.,  1994).  Furthermore,  while  Stromelysin‐1/MMP‐3  was  implicated  in  the 
formation  of  secondary  and  tertiary  branches,  MMP‐2  was  shown  to  play  a  role 
specifically in TEB invasion, duct elongation and in the inhibition of premature lateral 
branching  (Wiseman  et  al.,  2003)  suggesting  that  different  MMPs  act  spatially  and 
temporally differently to determine the pattern of branching. Also, some MMPs have 
been implicated in a more indirect role in branching morphogenesis, such as MMP‐14, 
which  seems  to be  required  to diminish physical  restraints of  collagen  I  in  the ECM 
during  the  branching  process  (Alcaraz  et  al.,  2011).  Similarly,  downregulation  of 
tissue  inhibitor of metalloprotease‐1 (TIMP‐1), a natural  inhibitor of MMPs,  leads  to 
increased  branching  and  degradation  of  BM  component  laminin  (Fata  et  al.,  1999). 
Besides  degradation  of  BM  and  ECM  constituents,  MMPs  have  been  suggested  to 
promote  branching  morphogenesis  by  cleaving  of  cell‐cell  adhesions,  such  as  E‐
cadherin,  and  to  induce  transient  mesenchymal  characteristics  in  epithelial  cells 
(Lochter et al., 1997; Simian et al., 2001). Also, various transmembrane ECM receptors, 
through which  the epithelial cells sense  their surroundings, have been  implicated  in 
the process. For example, it has been shown that deletion of integrin α2, but not α3 or 
α6,  leads  to  reduction  of  branching  (Chen  et  al.,  2002;  Klinowska  et  al.,  2001). 
Similarly,  deletion  of  β1‐integrin  exclusively  from  myoepithelial  cells  by  Cre 
recombinase  expressed  under  the  K5  promoter  or  from  the  entire  mammary 







Numerous  soluble  growth  factors  and  hormones  have  been  linked  to  mammary 








organoids were  induced  to  undergo  branching morphogenesis  in  three‐dimensional 
cell  culture  by  the  addition  of  FGF2  (Ewald et al.,  2008). Also,  transforming  growth 
factor β1 (TGF‐β1) has been demonstrated to be a strong local inhibitor of branching 
morphogenesis  and  ductal  elongation,  as  mice  overexpressing  TGF‐β1  show 
decreased amounts of TEB and compromised ductal development (Daniel et al., 1989; 
Pierce  et  al.,  1993).  Supporting  these  findings,  increased  amounts  of  TGF‐β1  were 
found  in  the  stroma  surrounding  the  mature  ducts  compared  to  the  stroma 
surrounding TEBs (Silberstein et al., 1992). On  the other hand,  it appears  that some 
level  of  TGF‐β1 signaling  is  required  for  branching  morphogenesis,  as  fewer  TEBs 
develop  in  TGF‐β1‐/‐  mammary  glands  (Ingman  and  Robertson,  2008). 
Correspondingly,  overexpression  of  hepatocyte  growth  factor  (HGF),  which  is 
negatively  regulated  by  TGF‐β1,  leads  to  increased  lateral  side  branching  and  an 
increase  in  the  amount  of  lateral  end  buds  (Kamalati  et  al.,  1999).  Comparably, 
conditional deletion of HGF receptor c‐Met from the mouse mammary epithelial cells 
leads  to  defects  in  secondary  ductal  branching,  but  not  in  the  bifurcation  of  TEBs 
(Garner et al., 2011). 
Finally,  the  complexity  of  the  branching  process  is  emphasized  by  the  amount  of 
factors also shown to regulate it (Summarized in Fata et al., 2004; Lu and Werb, 2008). 
For  instance,  a  recent  study  shows  that  loss of Par‐3,  a  regulator of  apico‐basal  cell 
polarity,  leads to formation of abnormal TEBs and their  inability to establish normal 
ducts  (McCaffrey  and  Macara,  2009).  Additionally,  reduction  in  branching 
morphogenesis has been reported in mammary epithelium lacking Signal transducer 
and activator of transcription 5a (Stat5a) (Santos et al., 2010; Vafaizadeh et al., 2010), 









first  half  of  pregnancy,  side  branching  is  further  increased  and  alveolar  buds  are 
formed  (Richert  et  al.,  2000).  During  the  second  half  of  pregnancy,  alveolar  buds 
expand  to  give  rise  to  lobulo‐alveolar units, which  further differentiate  to  secretory 
epithelium  visible  by  enlargement  of  the  epithelial  cells  and  formation  of 
proteinaceous secretion and large lipid droplets (Anderson et al., 2007; Richert et al., 
2000).  The  secretory  epithelium  now  fills  up  the majority  of  the mammary  fat  pad 
leaving only little space for stroma and adipocytes. At this stage, the myoepithelial cell 
layer encircling alveolar cells show discontinuities (Richert et al., 2000) and therefore 
may  allow  for  the  alveolar  cells  to  come  into  direct  contact  with  BM,  which  has 
previously  been  demonstrated  to  be  a  critical  step  needed  for  full  alveolar 
differentiation and milk production  (Barcellos‐Hoff et al.,  1989; Howlett  and Bissell, 
1993; Lee et al., 1985; Streuli et al., 1995).  
After  parturition  and  following  the  beginning  of  lactation,  the  alveolar  cells  start  to 
secrete  milk  constituents  to  the  alveolar  lumen  leading  to  visible  flattening  of  the 
epithelial cells  (Richert et al., 2000). Myoepithelial cells aid  the process of milk  flow 
from  the  alveoli  towards  the  nipple  by  contracting  in  response  to  oxytocin.  Once 
started,  suckling or milk  removal  from  the ducts maintains  the  lactational  state and 
the fully developed alveolar structures persist until the end of lactation (Anderson et 
al.,  2007;  Neville  et  al.,  2002).  The  phase  of  alveolar  differentiation  and  milk 
production  is  dependent  on  prolactin  signaling,  as  mice  lacking  prolactin  receptor 




(Wagner  et al.,  2004).  Furthermore,  Stat5a, which  in  turn  functions  downstream  of 
Jak2,  has  also  been  shown  to  be  indispensable  for  alveolar  development,  possibly 
through its role in controlling the development of luminal progenitor cells (Liu et al., 
1997; Santos et al., 2010; Yamaji et al., 2009). Likewise, it was demonstrated recently 
that  the alveolar differentiation could be  induced by overexpression of Stat5a  in  the 
absence  of  ovarian  hormones  (Dong  et  al.,  2010).  Also,  other  known  downstream 
targets  of  prolactin  such  as  Elf5  and  SREBP1  have  been  implicated  in  alveolar 
differentiation (Harris et al., 2006; Naylor et al., 2005b).  






Taddei  et  al.,  2008),  leads  to  inability  of  epithelial  cells  to  undergo  alveolar 
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differentiation  and  lactation  in  response  to  prolactin.  This  further  suggests  that 
integrin‐mediated  adhesion  of  both  luminal  and  myoepithelial  cells  to  ECM,  is 
required for full differentiation of mammary epithelium. In addition, correct timing of 
signaling appears to play a role  in the onset of alveolar differentiation and thus also 
lactation.  For  example,  overexpression  of  c‐Myc  in  mammary  epithelium  interferes 
with  the  timing  of  alveolar  differentiation,  as  c‐Myc  overexpression  at  a  specific  72 
hour  time‐window during mid‐pregnancy  leads  to  precocious  alveolar  development 
followed  by  premature  apoptosis  of  alveolar  cells  and  cessation  of milk  production 
(Blakely  et  al.,  2005).  Similarly,  overexpression  of  active  TGF‐β1  or  active  TGF‐β1 
receptor (TβRI) in mammary epithelium resulted in early apoptosis of differentiating 
alveolar cells and consequently  inhibition of  lactation (Jhappan et al., 1993; Siegel et 
al.,  2003).  Taken  together,  many  of  the  same  factors  contributing  to  branching 
morphogenesis are also involved in alveolar differentiation. 
After  weaning,  the  stasis  of  milk  in  mammary  ducts  activates  regression  of  the 
epithelium,  termed  involution.  The  secretory  alveolar  cells  undergo  apoptosis  to 
revert  the  gland  to  the  state  before  pregnancy.  In  addition  to  remodeling  of  the 
epithelium, the gland undergoes extensive influx of immune cells to remove remnants 
of apoptotic cells, as well as remodeling of the extracellular matrix and re‐generation 
of  adipocytes  to  fill  the  fat  pad  (Watson  and  Kreuzaler,  2011).  The  first,  reversible 
phase of involution lasts approximately 48 hours in the mouse mammary gland. There 
are no clear morphological differences present at this stage, yet some apoptotic cells 
are  seen  (Richert  et  al.,  2000;  Watson  and  Kreuzaler,  2011).  The  following, 
irreversible phase is characterized by apoptosis of alveolar cells leading to collapsed 
alveolar  clusters  and  expansion  of  the  stroma.  The  final  stage  of  involution  is 
orchestrated  by  the  pro‐apoptotic  Bcl‐2  family  members  and  upregulation  of  the 




Epithelial  tissue  structure  consists  of  physical  adherence  of  epithelial  cells  to  each 
other  and  their  surroundings  via  specialized  cell‐cell  and  cell‐ECM  junctions 
(Reviewed  by  Bryant  and Mostov,  2008).  Additionally,  epithelial  tissue  structure  is 
sustained  by  cell  polarity,  the  asymmetric  distribution  of  macromolecules  and 
intracellular  organelles  across  the  cell.  Together,  the  adhesion  and  polarity  of 
epithelial  cells  form  a  framework  of  epithelial  integrity,  which  is  essential  for 
homeostasis  and  normal  functions  of  epithelial  tissues  (Bryant  and Mostov,  2008). 






Epithelial  cells  are  attached  to  one  another  via  discrete  cell‐cell  junctions  with 
specialized functions (Figure 3). On the apical most side of epithelial cells reside tight 





milk  constituents  in  the  lumen  of  the  epithelium  (Pitelka  et  al.,  1973).  TJs  are 




synaptic  density‐95,  Discs  large,  Zonula  occludens‐1  (PDZ)  domains,  and  with  the 
actin  cytoskeleton  via  their  C‐terminal  domain  (Fanning  et al.,  1998;  Fanning  et al., 
2002). Furthermore, the presence of both ZO‐1 and ‐2 appears to be required for the 
formation of  functional TJs, while  it  seems  that ZO‐3  is not essential  for  the process 
(Adachi et al., 2006; Umeda et al., 2006). Other proteins known  to be  intracellularly 
associated  with  TJs  include  non‐PDZ  protein  cingulin,  which  has  been  shown  to 
interact  with  other  TJ  proteins  and  is  also  implicated  in  the  regulation  of  cell 
proliferation via RhoA inhibition (Aijaz et al., 2005; Bazzoni et al., 2000). Altogether, 
TJs contain some 40 proteins (Gonzalez‐Mariscal et al., 2003; Shin et al., 2006), many 
of  them  intracellular  TJ  plaque  proteins,  therefore,  TJs  appear  to  be  an  important 
signaling platform for cell adhesion, growth and polarity signaling.  
Below  the  apical  region  are  found  adherens  junctions  (AJs),  or  zonula  adherens, 
initially  characterized  as  electron  dense  plaques  at  cell‐cell  contacts  (Figure  3).  AJs 
mediate  cell‐cell  adhesion  via  calcium  dependent  adhesion  molecules,  in  epithelial 









easily  remodeled  in  developmental  events  such  as  epithelial‐to‐mesenchymal 





Basally  to  AJs  reside  desmosomes,  or  macula  adherens,  which  are  adhesive  cell 
junctions  mediating  stable  adhesion.  Transmembrane  adhesion  in  desmosomes  is 
mediated  by  desmosomal  cadherins  desmogleins  and  desmocollins,  which  are 
members of the cadherin superfamily (Kowalczyk et al., 1994; Marcozzi et al., 1998). 
Desmosomal  cadherins  show  calcium‐dependent  adhesion,  yet  calcium‐independent 
adhesion mechanisms have also been shown (Chitaev and Troyanovsky, 1997; Kimura 
et  al.,  2007).  The  cytoplasmic  tails  of  these  proteins  associate  with  desmosomal 
plaque proteins plakoglobin (γ‐catenin), plakophilin and desmoplakin, which  in  turn 
connect  the  desmosomes  to  keratin  intermediate  filaments  (Garrod  and  Chidgey, 
2008). Desmosomes appear to be especially important in tissues requiring resistance 
to mechanical  strength and needing  strong adhesion,  such as epidermis and cardiac 
myocytes.  Moreover,  both  the  desmosomal  cadherins  and  plaque  proteins  are 
requisite for formation of this adhesion (Garrod and Chidgey, 2008). Interestingly, in 
the mammary gland desmosomes are  rarely observed  in  the pregnant  and  lactating 
gland  (Pitelka et al.,  1973),  suggesting  that more  flexible  adhesion  is needed during 
alveolar  differentiation.  Additionally,  it  appears  that  desmosomes  are  not  merely 





molecules  between  cells,  and  hence,  gap  junctions  can  have  different  functions 
depending on the tissue type (Plum et al., 2000). For example, in the mammary gland 
gap  junctions  have  been  observed  to  form between  luminal  and myoepithelial  cells 
during lactation and furthermore, gap junction proteins have been demonstrated to be 
important  for  production  of milk  proteins,  secretion  and  lactation  (El‐Sabban  et al., 
2003;  Pitelka  et  al.,  1973;  Plum  et  al.,  2000).  Gap  junctions  are  mainly  formed  by 
homo‐  or  heterohexamers  of  connexin  proteins,  14  of which  are  currently  found  in 
humans  (Herve  et  al.,  2007;  McLachlan  et  al.,  2007). Whether  gap  junctions  are  in 
open conformation, is thought to be regulated by phosphorylation of the connexins as 
well as by protein‐protein  interactions.  Interestingly, connexins have been shown to 
bind  a  plethora  of  other  junctional  proteins  including  ZO‐1,  ‐2  and  ‐3,  occludin, 
claudin‐1  and  ‐5,  p120  catenin  and  β‐catenin  (Herve  et  al.,  2007),  suggesting  that 
components of other junctions can control the function of gap junctions. 
Epithelial cells interact with ECM and BM proteins via hemidesmosomes and various 










protein  plectin,  and  hemidesmosomal  plaque  proteins  BP180  and  BP230,  which  in 
turn bind to intermediate filaments (Hopkinson and Jones, 2000; Koster et al., 2003; 
Schaapveld et al., 1998). Moreover,  including hemidesmosomal  integrin, 24 different 
αβ  dimers  are  known.  They  bind  varying  ECM  substrates,  such  as  collagens, 
fibronectin  and  laminins  and  vary  in  biological  function.  For  example,  integrin‐β1 
appears to be especially important for normal mammary gland function (Hynes, 2002; 
Figure  3.  Localization  and  main  constituents  of  epithelial  cell‐cell  junctions.  A  schematic  illustration  of 
different  junctional complexes observed in epithelial  cells. Tight  junctions  (TJs)  are  the apical most  junctions  in 
epithelial cells and consist of transmembrane JAM, occludin and claudin proteins and cytoplasmic proteins ZO‐1,‐
2,‐3,  cingulin  and  MUPP.  ZO  proteins  are  furthermore  shown  to  bind  the  actin  cytoskeleton.  Below  TJs  are 
adherens junctions (AJs) consisting of transmembrane E‐cadherin and Nectin and intracellular α, β and γ –catenins 
and  afadin.  γ‐catenin  (plakoglobin,  also  observed  in  desmosomes)  is  also  binding  to  actin.  Desmosomes  (DSM), 









as  phosphatidyl  inositol‐3  kinase  (PI3K)  and  AKT  survival  pathways  (Legate  et  al., 
2009).  Finally,  integrins  are  also  implicated  in  cell motility  and  cancer  cell  invasion 
(Huttenlocher and Horwitz, 2011).  
2.2 Interactions with basement membrane 
Basement  membrane  (BM)  is  a  specialized  form  of  ECM,  which  surrounds  cells  in 
epithelial tissues as well as endothelial cells in blood vessels. Therefore, BM provides 










2001).  Moreover,  BM  surrounding  the  mammary  ducts  has  been  shown  to  be  of 
different  thickness  and  composition  in  comparison  to  the  BM  surrounding  motile 
TEBs (Silberstein and Daniel, 1982).  
BM components provide not only inert physical support but also maintain specialized 
epithelial  cell  functions,  such  as  apico‐basal  cell  polarity.  Indeed,  polarization  of 
Madin‐Darby canine kidney (MDCK) epithelial cells is suggested to be initiated by the 
organization of polarity by integrin‐β1 binding to extracellular collagens and leading 




and Rac1 pathways  (Daley et al.,  2012; Myllymaki et al.,  2011).  Furthermore,  it  has 
been demonstrated that binding of epithelial cells to BM induces tissue specific gene 
expression.  In  particular,  BM  has  been  shown  to  act  in  both  in  vitro  and  in  vivo 




(anoikis) of mammary epithelial  cells.  It has been postulated  that attachment  to BM 
induces  survival  signaling  both  via  integrins  and  the  extracellular  signal‐regulated 
kinase  (ERK)  pathway, which  inhibits  pro‐apoptotic  Bcl‐2  family members,  such  as 






are  a  group  of  proteins with  diverse  functions  that  can  bind  and  sequester  growth 
factors  such  as  FGF  and  cytokines,  and  can  thus  regulate  their  availability  to  cells 
(Iozzo  and  Sanderson,  2011;  Mongiat  et  al.,  2000).  In  addition,  BM  proteins  often 
contain cryptic sites, which are exposed after ECM digestion and can consequently act 
as pro‐migratory, pro‐invasive or angiogenic  cues  (Iozzo et al.,  2009; Kalluri, 2003). 
For example, BM proteoglycan perlecan has been shown to function as an angiogenic 
factor  when  intact,  yet  the  C‐terminal  end  of  perlecan  can  act  as  a  pro‐angiogenic 
factor  (Iozzo et al.,  2009;  Zhou et al.,  2004).  These data  suggest  that  the BM  tightly 
regulates  various  processes  including  cell  polarity,  growth,  angiogenesis  and  cell 
invasion. 
Finally,  the BM can be  remodeled by  various different  enzymes both  in normal  and 
diseased  tissues. MMPs  are  an  evolutionary  conserved  family  of  25  enzymes, which 
can  be  divided  into  soluble  MMPs  and  cell  surface  attached  membrane‐type  (MT)‐
MMPs. MMPs are able to degrade various ECM and cell surface molecules and thus aid 
in  tissue  remodeling and  invasion  (Hotary et al.,  2006; Liotta et al.,  1977; Sternlicht 
and Werb, 2001) and they have been demonstrated to be especially important in the 
process of branching morphogenesis (Reviewed in 1.3). However, it is unclear which 
of  these  enzymes  contribute  specifically  to  degradation  of  BM  collagen  IV,  although 
MMP‐2  and MMP‐9  have  been  implicated  in  the  process  (Hotary  et al.,  2006;  Page‐
McCaw et al., 2007). Additionally, different serine‐proteases have been implicated  in 
remodeling of the BM. For instance, urokinase plasminogen activator (uPA) and tissue 
plasminogen  activator  do  not  directly  degrade  ECM,  but  they  activate  a  cascade 
leading  to  activation  of  ECM  degrading  plasmin  and MMPs  (Baramova  et  al.,  1997; 
Mazzieri et al., 1997; Ogura et al., 2008). Interestingly, also Hepsin, a serine‐protease 
known  to  be  frequently  upregulated  in  prostate  cancer,  has  been  implicated 
specifically  in  the  degradation  of  BM  component  laminin‐332  (Dhanasekaran  et  al., 
2001; Tripathi et al., 2008). In contrast to induction of BM disruption, BM can also be 
remodeled  by  lysyl  oxidase‐mediated  crosslinking  of  collagen  IV  to  increase  the 






Mostov,  2008; Goldstein  and Macara,  2007).  In multicellular  organisms  cell  polarity 









basal polarity  is  similar.  In apico‐basally polarized epithelial  cells  the apical  surface, 
which  is  oriented  towards  the  lumen,  controls  exchange  and  secretion  of materials 




functions  of  epithelial  cells.  For  example,  molecular  asymmetries  guide  directional 
secretion  in  glandular  epithelium,  such  as  of  digestive  enzymes  from  exocrine 
pancreas, milk from mammary epithelium, or vectorial transfer of nutrients across the 
gut  epithelium  to  blood  (Bryant  and  Mostov,  2008).  Cell  polarity  is  also  linked  to 
regulation  of  the  plane  of  cell  division,  as mitotic  spindle  orientation  is  coupled  to 
polarity  determinants  such  as  E‐cadherin  and proteins  of  the PAR polarity  complex 
(den Elzen et al., 2009; Durgan et al., 2011; Hao et al., 2010). Additionally, basal cues 
also appear  to be  important  for  this process,  as demonstrated by  incorrect plane of 
cell  division  of  basal  mammary  epithelial  cells  in  mice  lacking  integrin−β1  from 




Formation  of  polarized  epithelial  tissues  requires  the  coordinated  action  of  several 
polarity  regulating  proteins  and  protein  complexes.  The  core  polarity  complexes 
primarily responsible for the maintenance of cell polarity in epithelial tissues are the 
apical Crumbs (CRB) complex, the subapical Partitioning defective (PAR) complex and 
the  basolateral  Scribble  (SCRIB)  complex  (Figure  4;  Reviewed  by  Macara,  2004; 
Martin‐Belmonte  and  Mostov,  2008).  These  polarity  complexes  are  evolutionary 
conserved  and  together  form  a  network  that  establishes  and  maintains  the 
compartmentalization of a polarized cell. 
The PAR family and complex 




the  two  daughter  cells  formed  after  the  first  mitosis  had  similar  contents  and 
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developmental  fate  and  were  hence  partitioning  defective.  The  PAR  proteins 
discovered were later found out to be a functionally, but not structurally related group 
required  for  the  establishment  of  cell  polarity  in  various  cell  types  (Assemat  et  al., 
2008; Suzuki and Ohno, 2006). Thus far 6 members of the PAR family, PAR‐1 to PAR‐6, 
have been discovered and also, mammalian homologues have been identified to all but 
PAR‐2  (Goldstein and Macara, 2007; Macara, 2004). The PAR  family  consists of  two 
PDZ‐domain containing scaffold proteins (PAR‐3 and PAR‐6; Benton and St Johnston, 
2003; Hung  and Kemphues,  1999),  two  serine‐threonine kinases  (PAR‐1  and PAR‐4 
(Guo and Kemphues, 1995; Lizcano et al., 2004), a RING‐finger protein (PAR‐2) and a 
14‐3‐3 protein (PAR‐5), which binds and sequesters other signaling proteins (Morton 
et  al.,  2002).  Most  of  the  PAR  proteins  are  asymmetrically  distributed  in  polarized 
epithelial cells: PAR‐3 and PAR‐6 are localized apically and PAR‐1 and PAR‐5 laterally 
(Goldstein  and  Macara,  2007).  However,  PAR‐4  and  sometimes  also  PAR‐5,  are 







scaffold  proteins  they  regulate  their  interaction  partners  by  physical  binding.  For 
instance,  PAR‐6  binds  to  PAR‐3  via  its  PDZ  domain,  to  GTP‐bound  CDC42  via  its 
central CDC42 and RAC  interactive  (CRIB) domain,  and  to aPKC via  its N‐terminally 
localized Phox and Bem1p  (PB1) domain  (Assemat et al.,  2008;  Joberty et al.,  2000; 
Lin et al., 2000; Noda et al., 2001). This binding of PAR‐6 to aPKC is required for aPKC 
activity  (Yamanaka  et  al.,  2001).  Furthermore,  the  interaction  between  PAR‐3  and 
PAR‐6/aPKC  is  shown  to  be  indispensable  for  formation  and  maintenance  of  cell 
polarity  (Horikoshi  et  al.,  2009).  Interestingly,  the  PAR  complex  proteins  have  also 




The  PAR  complex  and  PAR  family  proteins mainly  preserve  cell  polarity  by mutual 
exclusion.  In  this  process,  proteins  exclude  each  other  from  their  respective 
membrane  domains  to  maintain  compartmentalization.  For  instance,  in  the  PAR 
complex, aPKC phosphorylates PAR‐1 if it is diffused to the apical membrane and thus 
inhibits the apical spread of basolateral factors (Hurov et al., 2004; Suzuki et al., 2004). 
In contrast,  the basolaterally  localized PAR‐1 kinase  (microtubule affinity  regulating 
kinases MARK1‐4 in mammalian cells) is able to phosphorylate PAR‐3 if it is diffused 
away from the apical membrane (Morton et al., 2002). Lateral PAR‐5 can then in turn 
sequester  phosphorylated  PAR‐3  and  release  it  from  the membrane  to  the  cytosol, 
which  antagonizes  the  spread  of  apical  determinants  to  the  basolateral  side.  Also, 
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lethal giant larvae (LGL), a member of the basolateral SCRIB complex can antagonize 
the PAR complex by binding PAR‐6/aPKC and  thus  inhibiting  them  from  interacting 










of Crb, PATJ and PALS1,  is  the apical‐most polarity complex  localizing at  the  subapical  region. The PAR 
complex, consisting of PAR‐6, PAR‐3, aPKC and cdc42 resides  in TJs directly below the subapical region. 
SCRIB  complex,  consisting  of  Scrib,  LGL  and  Dlg,  is  localized  at  the  basolateral  membrane.  Polarity 
proteins PAR‐1/MARK, PAR‐5/14‐3‐3z and PAR‐4/Lkb1 do not have  specific  localization  in  the  cell,  yet 
they have been shown to have uniform cytoplasmic localization. The figure also summarizes the mutually 





The  CRB  complex  consists  of  Crumbs,  Protein  associated with  lin  seven  1  (PALS1), 
PALS1‐associated tight junction protein (PATJ) and multi‐PDZ domain protein MUPP 
(Assemat et al., 2008). CRB complex is localized to the apical‐most region above TJs in 
epithelial  cells,  and  is  together  with  the  PAR  complex  a  major  apical  determinant.  
Overexpression  of  transmembrane  protein  Crumbs  leads  to  expansion  of  the  apical 
domain  and  shrinking  of  the  basolateral  domain,  while  loss  of  Crumbs  leads  to 
eradication of the apical domain (Lemmers et al., 2004; Roh et al., 2003; Wodarz et al., 
1995).  Furthermore,  Crumbs,  PALS1  and  PATJ  proteins  have  all  been  linked  to  the 
formation  of  epithelial  organization  and  cell  polarity  in  both  Drosophila  and 
mammalian  cells  (Knust  et al.,  1993;  Roh  et al.,  2003;  Shin  et al.,  2005),  altogether 









et al.,  2003; Wang et al.,  2004a).  Furthermore,  there  is  increasing  evidence  that  the 
members  of  the  PAR  and  CRB  polarity  complexes  interact.  For  example, 
phosphorylation  of  Crumbs  by  aPKC  has  been  shown  to  be  required  for  Crumbs 
activity (Sotillos et al., 2004) and Par‐3 has been demonstrated to associate with CRB 
complex  (Krahn  et  al.,  2010).  Additionally,  Crumbs  has  been  shown  in  Drosophila 
epithelial cells to compete with PAR‐6 for binding of Bazooka (Par‐3; Morais‐de‐Sa et 
al.,  2010)  and moreover,  in  the  presence  of  Crumbs  aPKC  phosphorylates  Bazooka 
leading to dissociation of the Par‐3 from the Par‐6/aPKC complex. Thus exclusion of 
Bazooka/Par‐3 has been suggested to be required for demarcation of the apical‐basal 
border,  at  least  in Drosophila  epithelial  cells.  It  is  interesting  to  speculate  whether 
these  two apical polarity  complexes  interact with each other  to  induce  formation of 
TJs and apical polarity also in mammalian cells. 
SCRIB complex 






domain  suggesting all  of  these proteins  function  in maintenance of  cell polarity and 
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specifically  the  basolateral  identity  (Bilder  et al.,  2000).  Indeed,  the  SCRIB  complex 




has  been  shown  to  interact  with  Dlg  in  Drosophila  synapses  and  with  Lgl2  in 
mammalian epithelial cells (Kallay et al., 2006; Katoh and Katoh, 2004; Mathew et al., 
2002)  suggesting  some  protein  binding  exists  between  the  complex  members, 
however the details of the interactions are yet to be resolved. 
As  discussed  above,  SCRIB  complex  proteins  maintain  the  basal  identity  of  cells 
through Lgl binding  to PAR‐6/aPKC, which  inhibits  the  function of  the PAR complex 
and excludes Par‐3 from the complex (Yamanaka et al., 2003). Furthermore, AJs have 
been  demonstrated  to  be  essential  for  the  correct  localization  of  Scribble  and Dlg1, 
which have been  shown  to  colocalize with E‐cadherin  in human  cervical  epithelium 





factors have also been  implicated  in  the  formation and maintenance of  cell polarity. 
Rho GTPases for example, are an important protein family linked to the regulation of 
apico‐basal  cell  polarity  as  well  as  polarized  cell  functions  such  as  cytoskeletal 
dynamics,  vesicle  trafficking  and  cytokinesis  (reviewed  by  Tervonen  et  al.,  2011). 
Specifically, RhoA, Rac1 and CDC42, which have been demonstrated to have a role in 
regulating  the  formation of  stress  fibers,  lamellopodia  and  filopodia,  have also been 
implicated  in  the  initiation  and  maturation  of  AJs  (Kuroda  et  al.,  1997).  Rac1  is 
recruited by E‐cadherin to newly formed cell‐cell junctions and CDC42 is shown to be 
activated  during  formation  of  E‐cadherin‐mediated  cell  contacts  (Kim  et al.,  2000b; 
Kuroda  et  al.,  1997).  Also,  RhoA  appears  to  be  required  for  E‐cadherin  based  cell 
adhesion and to cause accumulation of TJ components ZO‐1 and occludin at cell‐cell 
junctions  (Braga  et  al.,  1997;  Gopalakrishnan  et  al.,  1998),  yet  conversely,  RhoA 
activity is also shown to be inhibited at AJs (Noren et al., 2001). Therefore, activation 
of Rac1 and CDC42 and inhibition of RhoA are necessary steps towards formation of 





Proteins are sorted  to specific  locations  in  the cell by vesicular  trafficking pathways 
using the cytoskeleton as a guide. Sorting of proteins to different locations is achieved 
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by  different  protein  motifs  and  attachment  of  post‐translational  modifications.  For 
example,  the  formation of  distinct  apical  and basal  plasma membranes  requires  the 
differential  sorting of BM constituents  and  receptors  to  the basal  side  (Orlando and 
Guo,  2009).  The  sorting  can  thus  maintain  epithelial  organization  by  sustaining 
differential apical and basal compartments. Indeed, in Drosophila, faulty localization of 
BM proteins to apical membrane in crag and scarf mutant epithelium leads to loss of 
epithelial  integrity  (Denef  et  al.,  2008;  Sorrosal  et  al.,  2010).  Also,  in  Drosophila 
epithelium mutations  in Rab and Syntaxin,  the core components of endocytic vesicle 




polarized  exocytosis  (Gangar  et  al.,  2005;  Zhang  et  al.,  2005)  suggesting  that  LGL 
might also contribute to cell polarity via regulation of vesicular trafficking.  
Interestingly,  in  addition  to  differential  localization  of  proteins,  polarized  epithelial 
cells  appear  to  exhibit  lipid  asymmetries.  In MDCK  cysts  it  has  been  demonstrated 
that phosphatidyl‐inositol 4,5 bisphosphate (PIP2)  is accumulated on the apical  lipid 




and  PIP2  (Leslie  et  al.,  2008).  Importantly,  the  lipid  asymmetry  seems  to  have  a 
functional  role  in  the maintenance  of  cell  polarity,  as  insertion  of  PIP2  to  the  basal 
domain  of  MDCK  cysts  led  to  redistribution  of  apical  determinants  to  the  basal 
compartment and thus inversion in the cyst polarity – similar defects were observed if 
PIP3  was  inserted  into  the  apical  membrane  (Gassama‐Diagne  et  al.,  2006;  Martin‐
Belmonte  et  al.,  2007).  Furthermore,  loss  of  PTEN  inhibited  formation  of  PIP2 
asymmetry  and  apical  surface  and  cyst  lumen  (Martin‐Belmonte  et  al.,  2007)  via 
mechanisms  involving Cdc42 activation and subsequent  recruitment of PAR‐6/aPKC 
complex  to  the  apical  pole  (Martin‐Belmonte  et  al.,  2007;  Takahama  et  al.,  2008). 
Taken  together,  in  addition  to  designated  polarity  proteins,  other  factors  including 





These  lesions  allow  uncontrolled  cell  proliferation  by  providing  independency  over 
external growth stimuli, by sustaining proliferative signaling and by evading normal 
growth  suppression  as  well  as  apoptosis  (Hanahan  and  Weinberg,  2011).  These 
changes  will  eventually  lead  to  the  expansion  of  cancer  cells.  In  addition  to 
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unrestrained  proliferation,  cancer  cells  often  acquire  other  traits,  which  expedite 
tumor  growth,  such  as  limitless  replication  potential,  capability  to  sustain 
angiogenesis  and  to  invade  surrounding  tissues.  Furthermore,  formation  of  solid 
tumors requires, in addition to cancer cells, involvement of and interaction with many 






Various  tumor  suppressor mechanisms  have  developed  to  control  unscheduled  cell 
proliferation  induced  by  activating  mutations  in  proto‐oncogenes  and  inactivating 
mutations  in  tumor suppressor genes,  thereby  inhibiting tumor  formation (Hanahan 
and Weinberg,  2011;  Lee  and  Muller,  2010).  Classical  tumor  suppressor  genes  are 
characterized by their ability to induce programmed cell death (apoptosis), inhibit cell 
cycle progression, cell growth or to activate DNA repair mechanisms (Lee and Muller, 
2010;  Macleod,  2000).  Indeed,  prototypical  tumor  suppressor  genes  inhibit  the 
function of proto‐oncogenes, which transduce growth signals from cell surface growth 
factor receptors to nucleus in order to induce growth related gene expression and cell 
cycle  progression.  As  postulated  by  Knudson  (Knudson,  1971),  the  progression 
towards malignancy usually requires inactivation of tumor suppressor genes located 
at both chromosomes. Frequently, one  inactivated allele  is  inherited while  the other 
one  is  inactivated  somatically  during  tumor  progression.  Deletion  of  the  remaining 
allele is called loss of heterozygosity (LOH). Some tumor suppressors however, exhibit 
haploinsufficiency, where one  copy of  the  gene  is  not  sufficient  to  fulfill  the normal 
function  of  the  gene,  and  haploinsufficient  tumor  suppressors  are  therefore 
compromised by a single hit (Payne and Kemp, 2005).  
 




of  tumor  suppressor  genes,  termed  landscapers,  has  been  suggested  (Kinzler  and 
Vogelstein,  1998).  The  landscaper  genes,  such  as  Lkb1,  function  in  a more  indirect 
manner  compared  to  gatekeeper  and  caretaker  genes.  Landscapers  have  been 
proposed to act on the ECM, secreted factors and adhesions of the cells rather than on 
cell growth. It has been suggested that landscapers might contribute to the malignant 
transformation  of  adjacent  epithelial  cells  via modulation  of  the microenvironment 






Breast  cancer  is  the  most  common  cancer  among  women  and  the  second  most 
common  cause  of  cancer  deaths  (www.who.int).  Hence,  approximately  every  9th 
woman will develop breast cancer during her  lifetime. The risk of developing breast 
cancer is increased with age and in individuals with a family history of breast cancer. 
It  is difficult  to single out other major  factors contributing  to breast cancer risk, yet 
life  time  exposure  to  estrogen  seems  to  play  a  role.  Generally,  early menarche,  late 
menopause  and  oral  contraceptives  as  well  as  hormone  replacement  therapy  are 
considered to be predisposing factors. In contrast, full term pregnancy at an early age 
and breast‐feeding has been shown to protect from breast cancer (Akbari et al., 2011; 
Butt et al.,  2009; Reeves et al.,  2011). More  recently,  it was established  that women 
with higher mammographic density, which reflects the amount of ECM and cellularity 





both mutations  activating  proto‐oncogenes  as well  as mutations  inactivating  tumor 
suppressor  genes  (Hanahan  and  Weinberg,  2011;  Lee  and  Muller,  2010).  Several 
oncogenes relevant to the progression of sporadic breast cancer, such as ErbB2 (Her‐
2), c‐Myc and Cyclin D1, have been found, but in contrast, tumor suppressors specific 
for  sporadic  breast  cancer  have  not  been  identified.  However,  tumor  suppressors 
implicated in several types of cancers have also been identified in breast cancers. For 




to  inherited  factors  (Reviewed  by  Nathanson  et  al.,  2001;  Ripperger  et  al.,  2009). 
Hereditary breast cancers on the other hand, have been suggested to be due to a small 
number  of  highly  penetrant  germline  mutations  and  a  larger  number  of  low‐risk 
mutations in tumor suppressor genes (Nathanson et al., 2001; Ripperger et al., 2009). 
Breast cancer 1 and 2 (BRCA1 and 2) were the first breast cancer susceptibility genes 
discovered, and  today  they are known to account  for approximately 20% of  familial 
breast cancer cases (Futreal et al., 1994; Miki et al., 1994). Carriers of these mutations 
have  a  lifetime  risk  of  60‐80%  of  developing  breast  cancer.  Also,  several  low‐risk 
germline  mutations  in  tumor  suppressor  genes  predisposing  to  breast  cancer  are 
known to date. They include known tumor suppressor genes such as TP53, LKB1 and 
PTEN, which are respectively associated with Li‐Fraumeni, Peutz‐Jeghers and Cowden 
cancer  predisposition  syndromes,  however,  they  only  account  for  a  minority  of 
familial breast cancer cases (Hearle et al., 2006; Malkin et al., 1990; Saal et al., 2008). 
Recently,  genome  wide  association  studies  (GWAS)  have  been  used  to  try  to 
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understand  genetic  factors  underlying  predisposition  to  breast  cancer.  Indeed,  new 
loci encoding putative breast cancer susceptibility including genes such as FGFR2 and 
MAP3K1  have  been  identified  (Easton  et  al.,  2007).  Intriguingly,  FGFR2  encodes  a 







according  to  the  effects  these  inactivating  mutations  cause  to  epithelial  integrity 
(Hariharan and Bilder, 2006). Using larval imaginal discs as a model epithelium, it has 
been shown that inactivation of a hyperplastic tumor suppressor gene (hTSG), such as 
pten,  tsc1  or  tsc2  or  one  of  the  components  of  the  growth  regulatory 
hippo/salvador/lats pathway,  leads  to  benign  growth  of  the  imaginal  disc  epithelial 
cells  (Harvey  et al.,  2003; Huang  et al.,  1999;  Tapon  et al.,  2001; Wu  et al.,  2003b). 
Nevertheless,  these  cells  remain  as  an  epithelial  monolayer  and  eventually 
differentiate  into adult tissue.  In contrast,  loss of neoplastic tumor suppressor genes 
(nTSGs),  such  as  scribble  (scrib),  discs  large  1  (dlg)  or  lethal  (2)  giant  larvae  (lgl), 
induces  malignant  growth,  prevents  the  imaginal  cells  from  organizing  into  an 
epithelial monolayer and induces differentiation defects (Bilder and Perrimon, 2000; 
Gateff,  1994; Opper et al.,  1987; Woods and Bryant,  1991). Therefore,  in Drosophila 
intact epithelial structure can act as a barrier against tumor formation. Interestingly, 
whereas  the numerous hTSGs  identified are  regulators of  cell  growth,  cell  cycle and 






some  hTSGs  are  also  connected  to  cell  polarity.  Apical  polarity  protein  Crumbs  has 
been shown to regulate Hippo signaling  in Drosophila  (Chen et al., 2010), via Hippo‐
dependent control of TGF‐β1 signaling (Varelas et al., 2010).  
In  addition  to  the  ability  of  nTSGs  to  disrupt  the  epithelial  integrity  of  Drosophila 
imaginal  disc  epithelium,  it  was  demonstrated  in  two  independent  studies  that 
inactivating mutations in any of the nTSG genes induced metastatic tumor growth in 




appears  that  cell  polarity  and  epithelial  structure  determinants  can  keep  oncogenic 
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progression,  including TSC1/2, PTEN and NF2/Merlin  (Reviewed  in Tervonen et  al., 
2011).  However,  it  is  not  known whether  orthologues  of  nTSGs  or  other  epithelial 
integrity  regulators  are  equally  important  in  human  cancers.  Instead,  there  is 
emerging  evidence  linking  other  cell  polarity  and  epithelial  structure  regulators  to 
human  cancers.  For  example,  PAR‐6β,  one  of  the  three  PAR‐6  isoforms  has  been 
shown  to  be  amplified  in  breast  cancers  (Nolan  et al.,  2008)  and  is  found  in  breast 
cancer  cells. Moreover, overexpression of PAR‐6β  has been shown  to  confer growth 
factor‐independent cell proliferation (Nolan et al., 2008) and the PAR‐6 pathway has 




Regala  et  al.,  2005;  Tsai  et  al.,  2000).  Interestingly,  it  seems  that mislocalization  of 
aPKC  from  the  cell‐cell  borders  into  the  cytoplasm  is  an  important  aspect  of  aPKC 
deregulation  in  cancers  (Regala et al.,  2005).  In  contrast  to PAR‐6/aPKC, PAR‐3 has 
been  shown  to  be  frequently  lost  in  cancers  (Fang  and Xu,  2001; Rothenberg et al., 
2010; Zen et al., 2009). 
Likewise,  proteins  residing  in  other  polarity  complexes  are  implicated  in  human 
cancer.  For  instance,  CRB  complex  proteins  PATJ  and MUPP1  are  targeted  by  viral 
oncoproteins  leading  to  their  degradation. Both  are  also  targeted by  adenoviral  E4‐
ORF  and  human  papillomavirus  (HPV)  E6  (Lee  et  al.,  2000;  Storrs  and  Silverstein, 
2007). Moreover, loss of Crb3 has also been shown to lead to contact‐inhibited growth 
and tumorigenesis (Karp et al., 2008). The CRB complex might regulate cell growth by 
physically binding mTOR  inhibiting  complex TSC2 via PATJ  (Massey‐Harroche et al., 
2007), or as  recently demonstrated  in Drosophila,  by  regulation of  the Hippo  tumor 
suppressor pathway (Chen et al., 2010). Additionally, SCRIB complex proteins Scribble, 
DLG and LGL are all targeted by HPV E6 and E7 oncoproteins for degradation (Gardiol 
et  al.,  1999;  Nakagawa  and  Huibregtse,  2000).  Mutations  in  the  SCRIB  complex 
proteins are rare, yet Scribble mutations have been found from renal cell carcinoma 
and carcinomas of  the breast and colon  (Dalgliesh et al., 2010; Sjoblom et al., 2006) 
while  Dlg1  mutations  are  found  in  mammary  ductal  carcinoma  (Fuja  et  al.,  2004). 
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The  LKB1/STK11  (Liver  kinase  B1,  serine‐threonine  kinase  11)  gene  within 
chromosomal  locus  19p13  encodes  for  a  tumor  suppressor  kinase  demonstrated  to 
have  a  role  in  regulation  of  epithelial  cell  polarity.  Germline  mutations  in  tumor 
suppressor  LKB1  are  associated  with  autosomal  dominant  inherited  Peutz‐Jeghers 
polyposis syndrome (PJS) (OMIM: 175200), with  inactivating mutations  identified  in 









tumors.  Most  frequently,  LKB1  mutations  have  been  found  in  non‐small  cell  lung 
carcinoma  (NSCLC)  and  in  cervical  cancer  (Ji  et  al.,  2007;  Sanchez‐Cespedes  et  al., 
2002; Wingo et al., 2009), where approximately 30% and 20% of cases respectively 
harbor mutations.  Biallelic  inactivation  of  LKB1  is  observed  in  cervical  cancers,  but 




a  role  for  LKB1  as  a  tumor  suppressor  in  sporadic  cancers  as  well.  Additionally, 
reduced expression levels of Lkb1 have been reported in a range of cancers, including 
endometrial, pancreatic and breast cancer (Contreras et al., 2008; Fenton et al., 2006; 
Morton  et  al.,  2010;  Sahin  et  al.,  2003),  moreover,  in  breast  cancer,  reduced  Lkb1 
levels have been shown to correlate with shortened survival (Fenton et al., 2006; Shen 
et al., 2002). However, in breast cancer Lkb1 mutations appear to be rare, yet reduced 
Lkb1  expression  can  be  attributable  to  epigenetic  silencing,  such  as  promoter 
methylation, which has been reported in papillary breast tumors (Esteller et al., 2000; 
Fenton  et  al.,  2006).  Furthermore,  indirect  mechanisms  leading  to  inactivation  of 
LKB1 signaling have also been proposed. In melanoma cells for instance, mutated B‐
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RAF  leads  to phosphorylation of LKB1  in a manner which  inhibits  it  from activating 
downstream targets (Zheng et al., 2009).   
Functional  data  from mouse models  further  emphasize  the  role  of  Lkb1  as  a  tumor 
suppressor (summarized in Ollila and Makela, 2011; and Shackelford and Shaw, 2009). 
Mice  with  tissue  specific  heterozygosity  or  loss  of  Lkb1  develop  tumors  in  the 
pancreas, mammary gland,  liver and endometrium (Contreras et al., 2010; Contreras 
et  al.,  2008;  Hezel  et  al.,  2008;  McCarthy  et  al.,  2009;  Nakau  et  al.,  2002).    While 
homozygous deletion of Lkb1 in the endometrium results in rapidly growing invasive 
carcinomas  (Contreras  et al.,  2010;  Contreras  et al.,  2008),  homozygous  deletion  of 
Lkb1 in the mammary gland results in formation of mammary tumors in only 19% of 
animals with  long  latency  (McCarthy  et al.,  2009).  Furthermore,  recent  studies  also 
show  that  loss  of  Lkb1  can  increase  the  tumorigenic  potential  of  oncogenic  lesions 






Lkb1  protein  is  a  51  kDa  serine‐threonine  kinase  expressed  ubiquitously  in  early 
embryogenesis  and  homozygous  inactivation  of  Lkb1  results  in  embryonic  lethality 
due to severe neural tube defects and vascular abnormalities (Ylikorkala et al., 2001). 
Later  in  embryonic  development,  Lkb1  expression  becomes  restricted  in  the  heart, 
kidney, pancreas and gastro‐intestinal tract (Luukko et al., 1999) and in adult tissues, 
Lkb1 expression  is highest  in  the majority of epithelial  cells,  in  reproductive organs 
and in skeletal muscle cells and glia cells (Conde et al., 2007; Rowan et al., 2000).  
The  kinase  activity  of  Lkb1  in  mammalian  cells  requires  heterotrimeric  complex 
formation  with  pseudokinase  Ste20‐related  adaptor  protein  (STRAD)  and  scaffold 
protein mouse protein 25 (MO25) (Baas et al., 2003; Boudeau et al., 2003). Binding to 
STRAD  and  MO25  renders  Lkb1  active  and  furthermore,  regulates  Lkb1  protein 
stability  and  localization  (Boudeau  et  al.,  2003;  Dorfman  and  Macara,  2008).  In 
overexpression  studies,  Lkb1  has  been  shown  to  localize  to  the  nucleus,  yet 
localization  of  endogenous  Lkb1  is  primarily  cytoplasmic  (Boudeau  et  al.,  2003; 
Tiainen et al., 2002). Moreover, cytoplasmic localization has been demonstrated to be 
essential  for  the  tumor  suppressor  functions  of  Lkb1  such  as  cell  cycle  regulation 
(Nezu  et al.,  1999;  Tiainen  et al.,  2002).  Interestingly,  it was  recently  reported  that 
Lkb1 together with STRAD co‐localizes with E‐cadherin at AJs in polarized MDCK cells 
and  also  that  this  co‐localization  is  needed  for  Lkb1  kinase  activity  (Sebbagh  et al., 
2009). 
Lkb1  has  been  implicated  in  the  control  of  cellular metabolism  and  cell  polarity  by 
functioning as  the upstream kinase of AMP‐activated protein kinase  (AMPK) and 13 
  34 
related  kinases  via  direct  phosphorylation  in  several  different  cell  types  (Figure  5; 
Hawley et al., 2003; Lizcano et al., 2004; Shaw et al., 2004; Woods et al., 2003). The 
AMPK  serine‐threonine  kinase  family  belongs  to  the  kinase  subfamily  of 
Calcium/calmodulin‐dependent  protein  kinases  (www.kinase.com)  and  consists  of 
AMPK, MARKs 1‐4, AMPK‐related kinase 5 (ARK5, NUAK1), SNF/AMPK related kinase 
(SNARK, NUAK2), Brain specific kinases (BRSK) 1‐2, salt‐induced kinases (SIK) 1, QIK 
(SIK2),  QSK  (SIK3)  and  Snf‐related  serine/threonine  kinase  (SNRK)  (Lizcano  et  al., 
2004).  
One  of  the  most  widely  studied  Lkb1  targets  is  AMPK,  which  is  essential  for 
maintenance  of  cellular  energy  homeostasis  in  normal  and  transformed  cells 
(Reviewed  by  Alexander  and Walker,  2011).  AMPK  is  heterotrimer  consisting  of  a 
catalytic α  subunit  and  regulatory β  and γ  subunits. AMPK  is  activated by a drop  in 
ATP  and  increase  in  AMP  levels  via  binding  of  AMP  to  the  AMPKγ  subunit  but  also 
requires  direct  phosphorylation  of  AMPKα  at  T172  by  either  Lkb1  or  Calmodulin‐
dependent  protein  kinase  kinase  (CaMKK)  both  in  vitro  and  in  vivo  (Hawley  et  al., 
2003;  Shaw  et  al.,  2004;  Woods  et  al.,  2003).  Hence,  metabolic  stress  leading  to 
increased consumption or decreased production of ATP leads to activation of AMPK. 
To accommodate a drop in ATP levels, AMPK inhibits protein synthesis by inhibition 
of  mammalian  target  of  rapamycin  (mTOR)  signaling  by  phosphorylating  tuberous 




Figure  5.  Downstream  effectors  of  tumor  suppressor  Lkb1.  The  figure  shows  downstream  targets  of 
serine‐threonine  kinase  Lkb1  and  their  respective  downstream  effectors  implicated  in  various  cellular 
processes. MARK1‐4 and BRKS1‐2 kinases are implicated in regulation of cell polarity, whereas AMPK1‐2 are 
implicated both  in  cell  polarity  and  regulation of  cell metabolism.  Other Lkb1 downstream  targets  are also 











pathways  when  in  unfavorable  energy  conditions.  For  instance,  the  Lkb1‐AMPK 
pathway has been  implicated  in  the phosphorylation and  stabilization of p27 under 
energy  stress  conditions,  leading  to  an  increase  in  cell  survival  through  autophagy 
(Liang et al., 2007). Also, both Lkb1 and AMPK have been shown to induce and lead to 
phosphorylation  of  forkhead  box  3a  (FOXO3a)  transcription  factor, which  has  been 
shown  to  play  an  important  role  in metabolism  and  autophagy  (Greer  et  al.,  2007; 
Zhong et al.,  2008),  thus  further underlining  the  role of AMPK  in  regulation of both 
cellular  energy  levels  and  cell  survival.  In  addition  to  AMPK,  the  less  well 
characterized  kinases  NUAK1  and  2,  QSK,  SNRK  and  SIKs  also  appear  to  have 







recently,  it  was  reported  that  loss  of  Lkb1  from  the  Drosophila  oocyte  leads  to 
disruption  of  anterior‐posterior  cell  polarity.  Similarly,  in  follicular  epithelial  cells, 
loss  of  Lkb1  has  been  shown  to  disrupt  apico‐basal  polarity  as  manifested  by 






(Baas  et  al.,  2004).  Also,  Lkb1  has  been  implicated  in  polarity  of  mouse  oocytes 





been  shown  to  be  critical  for  formation  of  cell  polarity  and  TJs  (Zhang  et al.,  2006; 
Zheng  and  Cantley,  2007),  as  disruption  of  AMPK  function  by  dominant‐negative 
AMPK delays TJ  formation  after  depletion of  calcium and  subsequent  re‐addition  in 
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MDCK cells.  Intriguingly, Lkb1‐AMPK signaling was demonstrated to be essential  for 
maintenance  of  cell  polarity  during  energy  deprived  conditions.  In  Drosophila 
follicular  epithelial  cells,  both  Lkb1  and  AMPK  null  mutants  exhibited  normal 
epithelial  architecture  in  nutrient  rich  environment  but  when  they  were  deprived 
from sugars  in culture media, apico‐basal cell polarity was disrupted (Mirouse et al., 
2007). Moreover, myosin regulatory light chain has been suggested to mediate these 
effects  (Lee  et al.,  2007).  These  data  suggest  that  the  Lkb1‐AMPK  axis  is  especially 




PAR‐1/MARK  has  been  implicated  as  a  downstream  effector  of  Lkb1  in  apico‐basal 
polarity for example in pancreatic acinar cells in vivo (Granot et al., 2009). PAR‐1 was 
also  identified  in  the  same  C.  elegans  partitioning  defective  screen  as  Lkb1/PAR‐4 
(Kemphues et al., 1988), and has thereafter been strongly linked to regulation of cell 
polarity.  For  instance,  PAR‐1  was  shown  in  Drosophila  to  phosphorylate  Par‐3  to 
retain  it  in  the  apical  pole  of  the  oocyte  (Morton  et  al.,  2002)  and  to  regulate  the 
anterior‐posterior  gradient  of  microtubules  (Tian  and  Deng,  2009).  In  mammalian 
cells, the PAR‐1 homologs MARKs also contribute to cell polarity by phosphorylating 
microtubule‐associated proteins (MAPs) such as tau (Tassan and Le Goff, 2004) that 
have  been  shown  to  affect  polarized  protein  trafficking.  Also,  Par‐1b/MARK‐2  has 
been  demonstrated  to  control  RhoA  activity  and  actin  cytoskeleton  re‐organization 
(Yamahashi et al., 2011). Intriguingly, Par‐1 was shown to be targeted by Helicobacter 
Figure 6.  Lkb1  in  the regulation of  cell polarity. The figure summarizes the evidence  linking Lkb1 to cell 
polarity regulation  in C. elegans, Drosophila as well as mammalian epithelial and neuronal cells. Highlighted 






and  promote  axon  initiation  during  neuronal  polarization  through  downstream 
















expression  is  tightly  regulated  in  normal  physiological  context  (Figure  7).  The 
expression of MYCN and MYCL1 genes is normally limited to embryonic development 
while c‐Myc encoding MYC gene is expressed ubiquitously during development and in 
the  proliferating  cells  of  an  individual.  Furthermore,  c‐Myc  has  been  shown  to  be 
indispensable  for  embryonic  development  as mice  lacking  both  c‐Myc  alleles  die  at 
embryonic day E9.5‐E10.5 (Davis and Halazonetis, 1993). 
The  MYC  gene  encodes  for  a  64.5  kDa  transcription  factor  containing  a  carboxyl 
terminal  basic‐helix‐loop‐helix‐leucine‐zipper  (bHLHZip)  domain  and  a 
transactivation  domain  (TAD)  in  its  amino  terminus.  Also,  c‐Myc  contains  four 




Myc  and Max  is  essential  for  c‐Myc‐induced  biological  functions  as  well  as  cellular 
transformation (Amati et al., 1993a; Amati et al., 1993b). c‐Myc‐induced transcription 
can  be  antagonized  by  Mxd  (also  known  as  Mad)  family  proteins,  which  bind  and 




Mnt  proteins  form  together  a  network  modulating  c‐Myc  functions  (Larsson  and 
Henriksson, 2010). 
The  Myc/Max  complex  has  been  shown  to  activate  transcription  by  a  number  of 
mechanisms, which include recruiting additional factors to DNA thereby contributing 
to  promoter  activation.  Chromatin  remodeling  has  been  established  as  one  such 
mechanism, as c‐Myc has been demonstrated to bind transactivation/transformation‐
associated  protein  (TTRAP)  via  its  MB  II  region,  thus  recruiting  histone  acetylase 
complexes  to  chromatin  for  activation  of  transcription  (McMahon  et  al.,  1998; 
McMahon  et  al.,  2000).  Similarly,  c‐Myc  has  been  shown  to  interact  with  other 
proteins,  such  as  INI/hSnf5,  TIP48  and  TIP49,  which  have  also  been  implicated  in 
chromatin  remodeling  (Cheng  et al.,  1999; Wood  et al.,  2000).  Furthermore,  N‐Myc 
was previously shown to induce widespread alterations in chromatin structure, partly 
via  histone  acetyltransferase  GCN5  (Knoepfler  et  al.,  2006).  Additionally,  other 





c‐Myc  is  also  known  to  induce  transcriptional  repression  of  certain  target  genes 
(Eilers and Eisenman, 2008; Kleine‐Kohlbrecher et al., 2006). Both E‐box dependent 
and independent mechanisms for transcriptional repression have been described (Li 
et  al.,  1994;  Wanzel  et  al.,  2003).  For  instance,  the  Myc/Max  complex  has  been 
demonstrated to interact with factors, such as Miz‐1, NFY and SP1, which are directly 
bound  to  DNA  and  consequently  contribute  to  transcriptional  repression  (Kleine‐
Kohlbrecher  et  al.,  2006).  Additionally,  activation  of  microRNAs,  which  can 
simultaneously  target  multiple  mRNAs  by  affecting  their  stability  and  repressing 
translation  is  yet  another  layer  of  complexity  to  c‐Myc‐induced  transcriptional 
repression  (Bui  and Mendell,  2010).  In  addition,  it  has  become  increasingly  evident 
that c‐Myc induces and represses its target genes both in a cell type dependent as well 
as  independent manner  (Eilers  and  Eisenman,  2008).  c‐Myc  has  been  estimated  to 
bind approximately 10‐15% of mammalian genomic loci, and a significant amount of 
these  loci  are  also  estimated  to  be modulated  by  c‐Myc  at  the  transcriptional  level 
(Fernandez et al., 2003; Li et al., 1994; Zeller et al., 2006). Altogether, thus far as many 
as  ~1700  putative  c‐Myc  target  genes  have  been  found  using  various  techniques 
(Dang  et  al.,  2006;  Zeller  et  al.,  2003)  and  have  been  catalogued 
(www.myccancergene.org). However, it is still unclear and remains for future studies 
to explore, which of these genes are genuine transcriptional targets of c‐Myc.  
Expression  of  the  c‐Myc  gene  is  controlled  by  proliferative  and  anti‐proliferative 
signals, as mitogenic signaling quickly induces MYC mRNA in quiescent cells (Kelly et 
al., 1983) and growth inhibitory signaling downregulates c‐Myc (Dean et al., 1986). In 
differentiated  tissues,  c‐Myc  signaling  is  modulated  by  numerous  internal  and 
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external  factors such as EGF, platelet derived growth  factor  (PDGF),  interferons and 
interleukins, estrogen, and the NF‐κB pathway. These signals, in turn, function via eg. 
ER,  Stat’s,  and  transcription  factors  E2F,  Oct,  ETS,  AP1  and  TCF  among  others 
(Reviewed  by  Levens,  2010).  Furthermore,  c‐Myc  expression  is  regulated  post‐
translationally  by  protein  and mRNA  stability.  Both  c‐Myc mRNA  and  protein were 
shown  to  have  short  half‐lives  in  quiescent  cells  yet  their  expression  was 
demonstrated  to  be  stable  in  cycling  cells  (Dani  et  al.,  1984;  Hann  and  Eisenman, 
1984;  Thompson  et  al.,  1985).  c‐Myc  has  two  major  stability  regulating 
phosphorylation  sites  within  the  MB  I  domain,  serine‐62  (S62)  and  threonine‐58 
(T58) (Henriksson et al., 1993; Pulverer et al., 1994). S62 is phosphorylated by ERK, 
and  leads  to  increased  stability  of  c‐Myc  protein  (Pulverer  et al.,  1994;  Sears  et al., 
2000).  In  contrast, T58  is phosphorylated by glycogen  synthase kinase 3 β  (GSK3β) 
and  targets  c‐Myc  for  degradation  (Sears  et  al.,  2000).  Upstream  signaling  via  Ras 
oncoprotein  has  been  shown  to  maintain  c‐Myc  stabilization,  since  it  is  able  to 
modulate  the phosphorylation  status of both S62 and T58 by activation of ERK and 




et  al.,  2007),  as  well  as  loss  of  Axin‐1  in  certain  human  breast  cancers  and  breast 
cancer cell lines (Arnold et al., 2009; Zhang et al., 2011). Also, the IκB kinase and NF‐








cyclin  dependent  kinase  4  (CDK4)  and  cell  division  cycle  25A  (CDC25A)  and 
repression  of  cell  cycle  inhibitory  genes  GADD45  and  GADD153  as  well  as  CDK 




to  accommodate  increased  need  for  resources  in  cell  growth.  Consequently,  c‐Myc 
expression levels have also been implicated in body size control via regulation of cell 
size and number (Kim et al., 2000a; Trumpp et al., 2001). Also, deletion of c‐Myc from 
neuronal  progenitor  cells,  hematopoietic  stem  cells  or  from  embryonic  stem  cells 
leads  to  depletion  of  differentiated  cell  pools  and  further  underlines  that  c‐Myc  is 
indispensable  for growth and expansion of developing  tissues  (Baudino et al., 2002; 
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Wilson  et  al.,  2004).  Cell  cycle  and  growth  control  engage  also  several  metabolic 
pathways, many of which c‐Myc has been shown to regulate. These include glycolysis, 
glutaminolysis,  and  lipid metabolism  (Dang  et  al.,  2006;  Zeller  et  al.,  2006)  further 




differentiate  (Bar‐Ner  et  al.,  1992;  Delgado  et  al.,  1995;  Freytag  et  al.,  1990). 
Furthermore, the majority of Mxd family proteins antagonizing c‐Myc are upregulated 
during differentiation (Queva et al., 1998). Conversely, c‐Myc has also been reported 
not  to be downregulated during  induced differentiation of  some cell  types  including 
erythroid differentiation (Delgado et al., 1995; Lerga et al., 1999). In many systems c‐
Myc  expression  is  able  to  inhibit  premature  differentiation  or  entirely  block 
differentiation  (Bar‐Ner  et  al.,  1992;  Dmitrovsky  et  al.,  1986;  Prochownik  and 
Kukowska, 1986), but  in hematopoietic stem cells, human and mouse epidermis and 
in  the  mammary  gland,  c‐Myc  has  been  demonstrated  to  stimulate  differentiation 
(Arnold  and Watt,  2001;  Blakely  et  al.,  2005;  Wilson  et  al.,  2004).  The  differences 
between  how  various  systems  respond  to  c‐Myc  activation  most  likely  reflect  the 
different  tissue  types  and  developmental  stages.  However,  several  of  the  studies 
where  c‐Myc  has  been  shown  to  inhibit  differentiation  have  been  conducted  by 
overexpression of ectopic c‐Myc, suggesting that the expression levels of c‐Myc affect 






proliferation  regardless  of  the  intensity  of  c‐Myc  activation,  yet  differentiation 
occurred only with higher levels of activity. Lastly, c‐Myc has recently been shown to 
play  a  key  role  in  self‐renewal  of  human  and mouse  stem  and  progenitor  cells  and 
furthermore,  c‐Myc  has  been  implicated  to  be  one  of  the  genes  needed  for 
reprogramming  of  differentiated  murine  and  human  cells  into  pluripotency 
(Takahashi et al., 2007; Takahashi and Yamanaka, 2006).  
4.3 Apoptotic functions of c‐Myc 
In  addition  to  induction  of  cell  growth  and  proliferation,  c‐Myc  can  also  induce 
apoptosis  in a wide variety of  cell  types  (Askew et al.,  1991; Evan et al.,  1992). The 
apoptosis‐inducing  function  of  c‐Myc  has  been  described  as  a  fail‐safe  mechanism 
operating  in  response  to  increased  proliferation  (Lowe  et  al.,  2004).  Hence, 
hyperproliferation  driven  by  deregulated  c‐Myc  can  be  restrained  by  increased 
apoptosis  and  therefore,  c‐Myc‐induced  apoptosis  has  been  regarded  as  a  major 
inhibitor  of  c‐Myc‐induced  tumorigenesis  (Hemann  et  al.,  2005;  Pelengaris  et  al., 
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2002b).  Importantly,  c‐Myc  has  also  been  shown  to  sensitize  cells  to  a  range  of 
apoptosis  inducing  agents  such  as  genotoxic  agents,  serum  or  growth  factor 
deprivation and death receptors ligands (Reviewed in Nieminen et al., 2007). Whether 






been  demonstrated  to  induce  apoptosis  either  in  a  p53  dependent  or  independent 
manner  according  to  the  cell  type  (Hsu  et  al.,  1995;  Sakamuro  et  al.,  1995)  and 
furthermore, there has been shown to be cross talk between p53 and c‐Myc apoptotic 
pathways  (Hoffman  and  Liebermann,  2008).  p53  has  been  demonstrated  to  induce 
apoptosis  by  induction  of  pro‐apoptotic  transcriptional  target  genes,  such  as  Puma, 
Bax and Noxa (Miyashita et al., 1994; Miyashita and Reed, 1995; Oda et al., 2000). p53 
is  normally  kept  at  low  levels  in  cells  by  degradation  triggered  by  Mouse  double 
minute‐2 (Mdm2), which in turn is negatively regulated by p19ARF. It has been shown 
that c‐Myc activation leads to elevated p19ARF expression, which then activates p53 
(Hermeking  and  Eick,  1994;  Zindy  et  al.,  1998).  Interestingly,  oncogenic  c‐Myc  and 
ARF can both cooperate in the induction of apoptosis in response to p53 activation by 
ATM  kinase  (Pauklin  et  al.,  2005;  Pusapati  et  al.,  2006),  which  regulates  cellular 






the  cell  towards  apoptosis  instead  of  growth  arrest  in  response  to  p53  activation 
(Seoane et al., 2002; Wu et al., 2003a).  Interestingly,  it was demonstrated  in  the Eµ‐
Myc  lymphoma model that overexpression of T58A mutant c‐Myc leads to activation 
of  p53,  yet  induction  of  apoptosis  was  impaired  due  to  a  failure  to  activate  pro‐
apoptotic  Bcl‐2  family  member  and  BH3‐only  protein  Bim  (Hemann  et  al.,  2005). 
These results thus imply that c‐Myc induced apoptosis requires not only p53, but also 
the cooperation of other apoptosis pathways. 
In  addition  to  the  p53  pathway,  c‐Myc  has  been  described  to  sensitize  cells  to 
apoptosis  mediated  through  death  receptors.  Upon  c‐Myc  activation,  primary  and 
non‐transformed  cells  have been  shown  to become  sensitized  to TNF‐α,  CD95L and 
TRAIL‐induced  apoptosis  (Hueber  et  al.,  1997;  Klefstrom  et  al.,  1994;  Ricci  et  al., 
2004). All of these apoptosis inducing ligands, or death ligands, bind to their cognate 
receptor  at  the  cell  surface  and  transduce  apoptotic  signals  inside  the  cell  via 
activation of a death inducing signaling complex (DISC). DISC activation then leads to 
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either  activation  of  survival  pathways,  downstream  executioner  caspases  or  the 
mitochondrial  apoptosis  pathway.  c‐Myc  has  been  demonstrated  to  enhance  the 
apoptosis  pathways  downstream  of  death  receptors  at  several  different  points.  For 
example,  c‐Myc  activation  leads  to  reduced  levels  of  caspase‐8  inhibitor  Fas‐
associated  death  domain  like  IL‐1b  converting  enzyme  (FLIP),  and  increases  the 
expression levels of TRAIL receptor DR5 and CD95L (Brunner et al., 2000; Ricci et al., 




Activation  of  the  mitochondrial  apoptosis  pathway  downstream  of  death  receptors 
has  recently  been  demonstrated  to  be  important  in  apoptosis  regulation  by  c‐Myc. 
Mitochondria  have  an  essential  role  in  apoptosis  as,  for  instance,  the  release  of 
cytochrome  c  from  the  mitochondria  leads  to  activation  of  downstream  caspases 
responsible for the execution of apoptosis. Release of cytochrome c to the cytosol is a 
consequence of disruption of mitochondrial outer membrane permeability (MOMP), a 
process  which  can  be  induced  by  pro‐apoptotic  Bcl‐2  family  proteins  Bax  and  Bak 
(Wei  et  al.,  2001),  and  which  is  tightly  regulated  by  other  Bcl‐2  family  members 











is  needed  for  c‐Myc  induced  apoptosis  also  in  vivo.  Furthermore,  in  the  lymphoma 
model a subset of the lymphomas lacking Bax led to an increase in the levels of anti‐
apoptotic  Bcl‐2  and  Bcl‐XL  independently  of  p53 mutations  (Eischen  et  al.,  2001b). 
Correspondingly,  tumors  in Bim deficient Eµ‐Myc mice were  lacking p53 or p19ARF 
mutations (Egle et al., 2004) suggesting altogether that p53 mutations are redundant 
in  the  context  of  apoptosis  block on  the  level  of Bcl‐2  regulation. Otherwise,  loss  of 
other  pro‐apoptotic  Bcl‐2  family  members,  such  as  Bim,  Noxa,  or  Puma,  have  also 




or  Bcl‐XL,  most  likely  via  direct  and  indirect  mechanisms  (Eischen  et  al.,  2001a; 




been  shown  to be  required  for  c‐Myc‐induced  tumorigenesis  (Kelly et al.,  2011). To 


















2,  14  or  22  (Reviewed  by  Pelengaris  et al.,  2002a).  Furthermore,  this  translocation 
was  shown  to  contribute  to  the  deregulation  of  c‐Myc  and  to  progression  of  the 
disease both  in humans and  in mouse models. Deregulation of  c‐Myc has  thereafter 
been shown in several  types of human cancers  including cancers of  the breast,  lung, 
colon,  and  ovaries  (Albihn  et  al.,  2010;  Pelengaris  et  al.,  2002a).  Similarly, 
deregulation  of  MYCN  and  MYCL  have  also  been  observed  in  cancers.  MYCN 
overexpression  is  frequently observed  in neuroblastomas,  small  cell  lung  carcinoma 
and  in  tumors  of  neuroendocrine  origin,  whereas  MYCL  deregulation  is  observed 
almost  exclusively  in  small  cell  lung  carcinomas  (Dang,  2012;  Westermark  et  al., 
2011) thus further underlining the role of the MYC family genes in cancer progression. 
Amplification of  the MYC  locus  occurs  in  approximately 20% of  breast  cancer  cases 
(Aulmann et al., 2006; Corzo et al., 2006), yet the overexpression level of MYC mRNA 
and protein are seen in 20‐45% of cases, depending on the study (Bieche et al., 1999; 
Chrzan  et al.,  2001; Naidu  et al.,  2002).  Furthermore, MYC  amplification  specifically 
correlates with aggressive disease and poor clinical outcome in patients (Aulmann et 
al.,  2006).  Also,  MYC  amplification  is  detected  more  often  in  high‐grade  ductal 
carcinoma  in  situ  (DCIS)  and  in  invasive  carcinoma  (Blancato  et  al.,  2004; 
Rummukainen et al., 2001) in contrast to benign or hyperplastic lesions.  Recently, it 
was  demonstrated  that  c‐Myc  is  highly  expressed  in  breast  tumors  classified  in  the 
basal‐like subgroup and that also, a MYC gene expression signature was observed  in 
basal‐like  breast  cancers  (Sorlie  et  al.,  2001).  Furthermore,  it  has  been  shown  that 
MYC  is  frequently  amplified  in  hereditary  breast  cancers  with  BRCA1  mutation  or 
sporadic  cancers  with  BRCA1  inactivation  (Grushko  et  al.,  2004;  Wei  et  al.,  2005). 
Interestingly,  both  mutations  often  associate  with  basal‐like,  ERα  negative  breast 
cancer as well as aggressive disease. 
To  study  the  molecular  mechanisms  underlying  c‐Myc‐induced  mammary 
tumorigenesis,  mouse  models  overexpressing  c‐Myc  under  mammary  specific 
promoters have been created. Two independent groups have created mice expressing 




(tet)  activatable  MMTV‐tet  promoter  have  been  developed  (D'Cruz  et  al.,  2001; 
Stewart et al., 1984). Thus, all of the models require pregnancy‐induced activation of 
the  promoters  and  multiple  pregnancies  for  tumor  formation.  The  first  reports 
suggest  that  the  latency  of  c‐Myc‐induced mammary  tumorigenesis  varies  from 6‐9 
months,  yet  the  penetrance  of  the  tumors  also  varied  markedly  from  50‐100% 
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(Sandgren  et  al.,  1995;  Schoenenberger  et  al.,  1988).  A  more  recent  report  using 
conditionally active c‐Myc demonstrated that the tumor latency for mammary tumors 
was  around  3,5 months  after  the  first  pregnancy  (D'Cruz  et  al.,  2001).  The  tumors 
induced  by  c‐Myc  have  all  been  shown  to  be  adenocarcinomas  and  according  to  a 
recent  report, Wap‐Myc  tumors  can  be  classified  to  a  subgroup  of  luminal  tumors, 
although a subset of these tumors also exhibited basal characteristics (Herschkowitz 
et al.,  2007).  In  accordance, MMTV‐Myc  tumors have been  shown  to  exhibit  genetic 






and  tumor  formation  accelerated.  Interestingly,  c‐Myc  has  been  suggested  to 
cooperate with endogenous Ras in tumor formation (Andrechek et al., 2009; D'Cruz et 
al., 2001). In the tet‐inducible Myc model, switching off the conditionally active c‐Myc 
led  to  regression  of  half  of  the  c‐Myc‐induced  tumors,  while  half  of  the  tumors 
continued to grow (D'Cruz et al., 2001). These tumors had acquired an active mutation 
in  the  K‐Ras2  gene,  and  thus  were  resistant  to  regression  and  continued  growing. 
These data imply that mutations rendering the Ras pathway active are preferred in c‐
Myc‐induced  tumorigenesis.  The  specific  molecular  mechanisms  behind  the 
cooperation are still unclear, yet activation of the Ras pathway could confer resistance 
to c‐Myc‐induced apoptosis or lead to stabilization of c‐Myc by phosphorylation of the 
S62  residue  (Sears  et al.,  2000).  Finally,  c‐Myc was  recently  shown  to  cooperate  in 
mammary  tumorigenesis  with  loss  of  cell  polarity  regulator  Scribble,  which  was 
shown  to  inhibit  c‐Myc‐induced  apoptosis  (Zhan  et  al.,  2008).  Additionally,  c‐Myc 








1.  To  investigate  how  epithelial  integrity  modulates  the  dual  proliferation  and 
apoptotic functions of c‐Myc and to examine the molecular mechanisms underlying c‐
Myc‐induced sensitization to apoptosis in 2D and 3D. 
2.  To  explore  the  role  of  Lkb1  in  the  regulation  of  epithelial  integrity  in mammary 
epithelial cells and whether c‐Myc and Lkb1 cooperate in mammary tumorigenesis in 
vivo. 
3.  To  characterize  the  role  of  human  homologs  of  65  Drosophila  cell  polarity  and 
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in  human  mammary  epithelial  cell  basal  growth  media  MCDB  170  (US  Biological) 
supplemented with bovine pituitary extract 70 µg/ml (BPE, Upstate), insulin 5 µl/ml, 
hydrocortisone  0.5  µg/ml,  epidermal  growth  factor  5  ng/ml  (EGF),  transferrin  5 
µg/ml,  isoproterenol  10‐5  M  (all  from  Sigma)  and  antibiotics  (amphotericin  B  50 
µg/ml and gentamicin 50 µg/ml, both  from Sigma). Human  lung  fibroblast cell  lines 
(MRC5‐hT  derived),  Phoenix  Ampho  and  293fT  cells  were  cultured  in  high‐glucose 
containing Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) supplemented with 10% fetal 
calf  serum  (FCS,  Gibco),  L‐glutamine  and  antibiotics  (penicillin  and  streptomycin, 
Gibco). All cells were stably maintained in humidified incubator at +37°C and 5% CO2. 
Three‐dimensional organotypic cell culture (I,III,IV) 
Basement  membrane  from  Engelbreth‐Holm‐Swarm  mouse  sarcoma  (Matrigeltm, 
Becton Dickinson) was prepared according to manufacturers instructions. To prepare 
on‐top cultures, Matrigel was overlaid on 8‐chamber slides and left to solidify for 15‐
20  minutes  at  +37°C.  MCF10A  cells  grown  on  two‐dimensional  culture  were 
trypsinized with 0.5% Trypsin‐EDTA (Gibco) and collected and resuspended in assay 
media  (MCDB  170  growth  media  with  supplements  containing  2%  Matrigel).  Cells 
were plated onto slides pre‐coated with Matrigel 1500 cells/well. To prepare Matrigel 
embedded  cultures,  MMEC  formed  mammospheres  were  trypsinized  with 
0.05%Trypsin‐EDTA  for  5‐10  minutes,  centrifuged  (900  rpm  for  3  minutes)  then 
suspended with  liquid Matrigel  and  plated  onto  8‐chamber  slides  at  approximately 
1500 cells/well. To prepare Collagen I gel cultures, Collagen I gel (Rat tail Collagen I, 
Cultrex)  and NaOH were mixed  on  ice with  10x  phosphate  buffered  saline  (PBS)  to 
yield a  final  concentration of 3 mg/ml Collagen and 23 mM NaOH. The mixture was 
overlaid  on  8‐chamber  slides  and  let  to  solidify  in  +37°C  for  1  hour,  after  which 
approximately 1500 cells/well were plated onto slides. All three‐dimensional MCF10A 
cultures were  grown  in MCDB  170 media with  supplements  and  three‐dimensional 
MMEC  cultures  in  DMEM/F12  growth  media  lacking  FCS.  For  both  on‐top  and 
embedded cultures, media was replenished every fourth day. 
Immunofluorescence of two‐dimensional monolayer cultures (I‐IV) 
Samples  were  fixed  with  4%  paraformaldehyde  (PFA)  for  10  minutes  at  room 
temperature (RT). After fixation, cells were washed with PBS and permeabilized with 
0.1% Triton‐X in PBS for 5 minutes. Thereafter, samples were washed twice with PBS 
and  non‐specific  binding  sites  were  blocked  with  1%  bovine  serum  albumin  (BSA, 
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Sigma) in PBS for 5 minutes. Next, samples were rinsed with PBS and incubated for 1 
hour  at  RT  with  primary  antibody  (diluted  in  1%  BSA‐PBS).  Following  incubation, 
samples were washed 3 times with PBS and then incubated for 30 minutes at RT with 
appropriate  Alexa  fluor  dye  (Molecular  Probes)  coupled  anti‐rabbit  or  anti‐mouse 
secondary antibodies. Finally, samples were washed for 3 times with PBS followed by 
counterstaining  of  the  cell  nuclei with Hoechst33258  (Sigma).  Slides were mounted 
using  Immu‐Mount  (Thermo  Scientific)  mounting  reagent.  Images  were  acquired 
using Zeiss LSM Meta 510 confocal microscope (study III) or Axioplan 2 microscope 
(study  I,II)  equipped with mercury  lamp  and  Zeiss  AxioCam HRc  color  camera  and 






in  PBS  for  10  minutes  at  +4°C,  and  thereafter  washed  with  PBS.  The  non‐specific 
binding  sites  were  blocked  in  immunofluoresence  (IF)  buffer  (7.7 mM  NaN3,  0.1% 
BSA, 0.2% Triton X‐100 (Sigma) and 0.05% Tween20 in PBS) supplemented with 10% 
normal goat serum (Gibco) for 1‐2 hours. The primary antibody was incubated in the 
blocking  solution  overnight  at  +4°C.  Following  the  incubation,  structures  were 
washed  three  times with  IF buffer,  15 minutes  each wash,  and  then  incubated with 
appropriate Alexa Fluor secondary antibody diluted in blocking solution. After 40‐50 
minutes incubation at RT, the structures were washed with IF buffer as before and the 
nuclei  were  counterstained  with  Hoechst33258.  Slides  containing  immunostained 
epithelial  structures were mounted with  Immu‐Mount mounting  reagent.  Images  of 
the  structures  were  acquired  using  Zeiss  Axiovert  200  microscope  equipped  with 
Zeiss  Apotome  and  AxioCam  MRm  camera  (study  IV)  and/or  Zeiss  LSM  Meta  510 
confocal microscope  (studies I‐IV) equipped with argon (488), helium‐neon (543 and 
633)  and  diode  (405)  lasers.  The  objectives  used  were  Plan‐Neofluar  40x  DIC 
objective (NA=1.3, oil) and Plan‐Neofluar 63x DIC (NA=1.25, oil).  
Primary cell isolations and culture (III) 
Primary  MMECs  were  isolated  from  8‐14  weeks  old  virgin  female  mice.  To  isolate 
MMECs,  mice  were  euthanized  with  CO2  and  cervical  dislocation  and  thoracic  and 
inguinal (#3, and #4) as well as #5 mammary glands were dissected. The lymph node 
in #4 glands was removed and the glands were finely chopped. Tissue was incubated 




at  1400  rpm  for  10  minutes  (Heraeus  Multifuge  1.0)  and  consecutively  pulse 
centrifuged 4‐6 times at 1400 rpm to get a preparation free of cells other than MMEC 
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organoids.  Next,  organoids  were  trypsinized  with  0.05%  Trypsin‐EDTA  for  5‐10 
minutes  to obtain smaller organoid units and drained  through a 70 µm cell  strainer 
(Beckton Dickinson). Thereafter cells were counted and plated on low adhesion plates 
(Nunc)  for  adenoviral  or  lentiviral  infections  in  MMEC  growth  media  (DMEM/F12 
media  containing  insulin  5  µg/ml,  hydrocortisone  1  µg/ml,  mouse  EGF  10  ng/ml, 





2‐2.5%  Isoflurane  (Baxter)  and  the  anterior  part  of  #4 mammary  gland  containing 
rudimentary  ductal  epithelium,  lymph  node  and  bridge  to  #5  gland  was  surgically 
removed. MMECs at a 105 cells/gland in 10 µl volume were injected to the remaining 
fat  pad.  The MMECs  injected, which were  infected  either with  shControl  or  shLkb1 
(shLkb1‐1 or shLkb1‐2) construct, were injected into contralateral glands. The wound 
was  sutured  using  wound  clips  (Autoclip  Physicians  kit,  Clay  Adams),  which  were 
removed  1  week  after  the  operation.  The  mice  received  analgesic  pre‐  and  post‐
operatively  (Temgesic  0.2  mg/kg  and  Rimadyl  5  mg/kg,  respectively)  and  the 






After  that,  EGTA  containing  media  was  removed  and  replaced  with  MMEC  growth 
media  (containing  calcium)  and  cells were  incubated  for  an  additional  2  hours  and 
fixed and processed thereafter. 
Immunohistochemistry (III) 
All  tissues  embedded  into  paraffin  were  fixed  in  4%  PFA  overnight  and  thereafter 
processed into paraffin blocks in Biomedicum Genomics Histolab. 5 µm thick sections 
of paraffin embedded  tissues were deparaffinized and re‐hydrated and  incubated  in 
antigen  retrieval  solution  (Dako)  overnight  at  +70°C  followed  by  1  hour  antibody 
incubation  (all  other  antibodies  except  Hepsin,  where  no  antigen  retrieval  was 





were  performed  in  Biomedicum  Genomics  Histolab.  Imaging  for  representative 
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images  as  well  as  for  analysis  was  performed  with  Leica  DMB  microscope  with 
Olympus DP50 color camera.  
Analysis of immunohistochemical stainings (III) 
For  analysis  of  Ki67  and  TUNEL  staining,  the  percentage  of  positive  cells  was 
quantitated  from  40x  fields  using  the  Image  J  program  (version  1.42q,  National 
Institute  of  Health).  3‐4  fields  were  analyzed  per  animal  and  >10  animals  per 
genotype.  For  analysis  of  eosinophilic  areas  surrounding  the  mammary  ducts,  20x 
images of H&E stained sections were used to measure the diameter of the eosinophilic 
area from the thickest point using the Image J program. 5‐20 ducts were quantitated 
per  animal  and  10  animals  per  genotype  were  quantitated.  Collagen  IV 
immunostaining was quantitated from 20x and 40x images were taken from collagen 
IV immunostained sections from 5‐20 ducts per animal. For analyses, the ducts were 
classified  into  4  groups  depending  on  the  uniformity  of  collagen  IV  staining.  The 
groups  were  uniform  (staining  evenly  surrounding  the  duct),  patchy  (staining 
surrounding >50% of  the duct), uneven (staining surrounding <50% of  the duct) or 
absent (staining missing).  





mounted  on  glass  coverslips  and  imaged  using  Leica  MZ16  FA  fluorescence 
stereomicroscope  equipped  with  Leica  DFC490  camera.  The  amount  of  branching 
morphogenesis  was  analyzed  by  quantitating  the  number  of  branch  points  in  40x 
fields. 3‐4 fields were counted per animal with the aid of the Image J program. 
Production of retroviruses and retroviral transductions (I, II) 
Phoenix  Ampho  packaging  cells  were  cultured  in  high‐glucose  containing  D‐MEM 
(Gibco)  supplemented  with  10%  FCS,  glutamine  and  antibiotics  (penicillin  and 
streptomycin).  To  produce  amphotropic  retrovirusparticles,  a  retroviral  construct 
was  introduced  into  the Phoenix Ampho cell  line by  transfecting 8 µg of DNA using 
JetPei  transfection  reagent  (Polyplus)  according  to manufacturers  instructions.  The 
supernatants containing retroviruses were collected 48 hours post‐transfection. Prior 
to retroviral infection, MCF10A or HMEC cells were plated at density of 1.5 x 105 cells/ 




with  a  three  plasmid  mixture  consisting  of  the  lentiviral  expression  or  shRNA 
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construct,  packaging  construct  CMVDelta8.9  and  the  VSVg  encoding  envelope 
construct  phCMVg.  For  traditional  high‐titer  lentivirus production,  the  supernatants 
containing  lentiviruses  were  collected  72  hours  post‐transfection.  To  produce 
concentrated lentiviral particles, lentiviral particles were harvested 48‐72 hours post‐
transfection  and  concentrated  by  ultracentrifugation  19  500  rpm  for  140  minutes 
(Beckman  Coulter  Optima  XL‐80K  Ultracentrifuge).  The  viral  pellet  was  then 
resuspended  into  DMEM  growth  media  to  achieve  approximately  185‐fold 
concentration and left stand at +4°C for 2 hours. Viral titer was determined using p24 
ELISA  test  measuring  viral  capsid  protein  p24  (Perkin  Elmer,  performed  in 
Biomedicum  Genomics).  Lentiviral  infections  of  2D  cultured  human  mammary 
epithelial cells were performed similarly as retroviral infections. Transduced MCF10A 
cells were selected  in puromycin  (2.5 µg/ml) or hygromycin  (250 mg/ml) 72 hours 
post‐transduction.  In  contrast,  lentiviral  infections  to  MMECs  cultured  on  low‐
adhesion  plates were  performed  in  24‐well  low‐adhesion  plates  in  <800  ul  volume 















RNA was  isolated  from MMECs using RNeasy  isolation kit  (Qiagen) and from tissues 
using  AllPrep  DNA/RNA  kit  (Qiagen)  according  to  manufacturers  instructions.  For 
tissues,  homogenization was done using  ceramic beads  (CK14, Bertin Technologies) 
and  Precellys  homogenizer  (Bertin  Technologies).  cDNA  synthesis  was  performed 
using DyNAmo cDNA synthesis kit (Finnzymes) and qPCR reactions using DyNAmo HS 
SYBR  Green  qPCR  kit  (Finnzymes)  in  AbiPrism  7500  Fast  Real‐Time  PCR  system 
(Applied  Biosystems).  Relative  mRNA  amounts  were  assayed  by  comparing  PCR 









grown on  low‐adhesion plates were  lysed  in ELB  lysis buffer (150 mM NaCl, 50 mM 





sodium  dodecyl  sulfate,  1.0%  sodium  deoxycholate,  0.1%  Triton  X‐100)  for  15 
minutes at +4°C. The lysates containing acinar structures and Matrigel were collected 
and pulled 5 times through a 25G needle and incubated on ice for 15 minutes. Lysates 
were  then  centrifuged  (16  000  g  for  20 minutes  at  +4°C).  Subcellular  fractionation 
was  performed  with  the  Pierce  subcellular  fractionation  kit  (Thermo  Scientific) 
according to manufacturers  instructions (study III).   Protein concentration of all cell 
lysates  was  determined  using  Bio‐Rad  protein  assay  (Bio‐Rad).  10‐20  µg  samples 
were denatured with 5x Laemmli sample buffer and separated in 10% SDS‐PAGE gel, 




mammary  gland  (MG)‐lysis  buffer  (Zhu  et  al.,  2003)  supplemented  with  EDTA‐free 
protease  inhibitor  cocktail  (Roche).  An  approximately  2 mm  x  2 mm  piece  of  snap 
frozen tissue was placed in tube containing MG‐lysis buffer and ceramic beads (CK14) 
and homogenized using Precellys homogenizer  (Bertin Technologies).  Subsequently, 
samples  were  let  stand  on  ice  for  30  minutes  and  centrifuged  at  13  000  g  for  15 
minutes.  Protein  concentrations  and  western  blotting  was  performed  as  described 
above. 
Image J analysis of 3D acini (IV) 
MCF10A  MycER  cells  were  grown  in  3D  culture  for  10  days  and  fixed  and 
immunostained  as  described  above.  The  structures  were  immunostained  with  E‐
cadherin  antibody  to  visualize  the  borders  of  the  acini  and  counterstained  with 
Hoechst.  Images  of  the  stainings  were  acquired  with  the  Zeiss  Axiovert  200 
microscope  and  Apotome  system  (Zeiss)  equipped  with  MRr  digital  camera  and 
Axiovision  4.4  program.  The  objective  used  was  20x  Plan  apochromat  (NA=0.8). 
Digital images were opened in Image J software and converted to 16‐bit format. Next, 
binary contrast enhancement  (thresholding) was applied  to  the  image by defining a 
grayscale cutoff point. The cutoff point was manually set by adjusting the threshold to 
accurately  cover  the  acini  by  comparing  them  to  the  original  image.  Also,  in  the 
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thresholded  image,  acini  that  were  slightly  attached  to  each  other  were  separated 
using  the  Pen  tool.  Finally,  the  thresholded  and  separated  acini were measured  for 








the  dual  apoptosis  and  proliferation‐promoting  function  of  c‐Myc,  we  took  the 
advantage of using a three‐dimensional (3D) organotypic cell culture model, in which 
cells are cultured on laminin rich basement membrane matrix (Debnath et al., 2003a). 
In  this  model,  the mammary  epithelial  cells  undergo  a  defined  set  of  morphogenic 
events  leading  to  the  formation of growth arrested and polarized structures  termed 
acini,  which  preserve  many  features  of  mammary  epithelium  in  vivo  including  cell 
polarity and cell‐ECM contacts  that are  lacking  in 2D culture  (Debnath et al., 2003a; 
Underwood  et  al.,  2006).  It  has  been  shown  previously  that  introduction  of  other 
oncogenic  lesions,  such as Cyclin D1, HPV E7, ErbB2, Akt, or CSF‐R1  to human non‐
transformed MCF10A cells  leads  to distorted morphology of  the 3D acini,  as well  as 
deregulated  proliferation  and  disrupted  apoptosis  control  (Debnath  et  al.,  2002; 







during  acinar morphogenesis  resulted  in  large  and  distorted  acinar  structures with 
filled  lumen,  corroborating  previous  results  that  oncogene  activation  in  the 
developing 3D acini is able to disrupt acinar morphogenesis. 
However,  it  was  still  unclear  from  previous  experiments  (Debnath  et  al.,  2002; 
Debnath et al., 2003b; Muthuswamy et al., 2001; Wrobel et al., 2004), whether the pre‐
formed acinar structure was able to regulate oncogene‐induced transformation, which 
prompted  us  to  study  the  activation  of  MycER  in  mature  acinar  structures. 
Unexpectedly, activation of MycER in mature acinar structures failed to re‐initiate cell 
cycle or  induce apoptosis  (I, Figure 2A‐D). This was  in contrast  to pre‐formed acini, 
thus,  we  next  determined when  acinar  cells  become  refractory  to  c‐Myc  activation. 
Accordingly, if c‐Myc was activated at days 1, 5 or 10, acinar cells were proliferative at 
day 20 whereas  if  c‐Myc was activated at day 15 or 18,  acinar  cells  remained Ki‐67 
negative (I, Figure 2E). These results suggest that the time when acinar cells become 
refractory  to  c‐Myc  activation  coincides  with  acini  undergoing  quiescence  and 
establishing the organized epithelial structure (Debnath et al., 2002). Additionally, our 
results  showed  that  activation  of  MycER  in  quiescent,  growth  factor  deprived  cells 
leads  to rapid cell  cycle  re‐entry  (I, Figure S1). Thus we studied  the alternative  that 
not  quiescence  but  intact  epithelial  integrity  would  inhibit  c‐Myc  induced 
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proliferation.  Essentially,  collagen  I  matrix  only  weakly  promotes  acinar  structure 
formation  compared  to Matrigel  (Li et al.,  1987; Weaver et al.,  2002) and  therefore, 
collagen  I  grown  MCF10A  exhibit  relatively  unorganized  epithelial  structure  as 
demonstrated by diffuse α6‐integrin localization to the lateral sides of cells and lack of 
luminal space (I, Figure 3A). However, the majority of the collagen I matrix grown day 
20  MCF10A  structures  were  growth  arrested,  and  intriguingly,  in  these  settings 
activation of MycER resulted  in cell  cycle  re‐entry.  In conclusion,  these data suggest 
that  epithelial  integrity  is  critical  for  suppression  of  both  the  proliferative  and 




(reviewed  in  section  4),  which  is  suggested  to  be  an  important  cell‐intrinsic  tumor 
suppressor  mechanism.  Our  results  show  that  activation  of  c‐Myc  alone  does  not 
induce  apoptosis  in  2D  cell  culture,  yet  it  sensitizes  cells  to  a  variety  of  stimuli 
including TRAIL, etoposide and cyclohexamide (I, Figure S1D and S5A). To study the 
molecular mechanisms  leading  to  c‐Myc‐induced apoptotic  sensitivity, we  set out  to 
study the apoptotic synergy between c‐Myc and death receptor  ligand TRAIL, which 





Bax,  which  is  indicative  of  mitochondrial  apoptosis  pathway  activation.  Previous 
studies have implied a role for c‐Myc in the regulation of the mitochondrial apoptosis 
pathway  (Hemann  et  al.,  2005; Maclean  et  al.,  2003; Mitchell  et  al.,  2000),  through 
modulation  of  the  pro‐  and  anti‐apoptotic  Bcl‐2  family  members  Bax  and  Bim  by 






could  be  indicative  of  priming  of  the  mitochondria  for  apoptosis.  It  has  been 
previously  suggested  that  c‐Myc  sensitizes  cells  to  TRAIL‐induced  apoptosis  by 
inhibiting  FLIP  and  thus  active  caspase‐8  generation  at  DISC  (Ricci  et  al.,  2007), 
whereas our results propose a model where TRAIL induces activation of the upstream 
regulators caspase‐8 and Bid while c‐Myc induces the activation of Bax and Bak. Our 
results  thus  imply  that  c‐Myc  amplifies  weak  caspase‐8‐Bid  activation  by  TRAIL 




of  tumor  cells  to  TRAIL‐induced  apoptosis  and whether  it  could  thus  be  used  as  a 
therapeutic target for killing cancer cells.         
Even  though  the  sensitivity  to  c‐Myc‐induced  apoptosis  was  markedly  different  in 
immature and mature 3D acinar structures, c‐Myc was able to induce sensitization to 
TRAIL‐induced apoptosis also in the mature acini (I, Figure 5 and S5E). Moreover, c‐
Myc  and  TRAIL‐induced  apoptotic  synergy  was  inhibited  in  both  2D  and  3D  cell 
culture by  overexpression of  anti‐apoptotic Bcl‐XL  and  shRNA‐mediated  silencing of 
caspase‐8, Bim or Bid (I, Figure 5C; II Figure 2‐3). Thus these data suggest that c‐Myc 
induced apoptotic sensitivity is modulated by Bcl‐2 family members and proceeds via 
the mitochondrial  route  independently  of  cell  context  and microenvironment.  Also, 
previous  studies  have  shown  that  organized  epithelial  structure  is  able  to  suppress 
apoptosis induced by a variety of stimuli (Boudreau et al., 1996; Weaver et al., 2002). 
Indeed,  in  unorganized  acini,  the  combination  of  c‐Myc  and  TRAIL  led  to  apoptotic 
hypersensitivity, further suggesting that unorganized structures are more vulnerable 
undergo  apoptosis.  Furthermore,  our  results  indicate  that  while  the  molecular 
mechanism of c‐Myc‐induced apoptotic sensitization is context independent, epithelial 
integrity can act as a strong modulator of cell death decisions.  
7.  Lkb1  controls  epithelial  integrity  of  3D  mammary  epithelial  acini  and 
synergizes with c‐Myc in induction of proliferation (I, III) 
Previous  studies  in Drosophila  epithelial  cells  as well  as  in  avian  embryos  (Brumby 
and  Richardson,  2003;  Dolberg  and  Bissell,  1984;  Pagliarini  and  Xu,  2003)  have 
suggested  that  organization  of  cells  into  an  intact  tissue  structure  can  have  an 
important  effect  on  the  capability  of  oncogenes  to  induce  cell  proliferation.  In 
accordance, our results suggested, that intact epithelial structure affects the ability of 
c‐Myc  to  induce  cell  proliferation.  Hence,  we  decided  to  downregulate  tumor 
suppressor LKB1,  the mammalian homolog of  the polarity protein PAR‐4, which has 




indicative  of  loss  of  epithelial  integrity.  Thus  these  results  verify  previous  studies 
demonstrating  that  loss  of  Lkb1  leads  to  loss  of  apico‐basal  polarity  and 
rearrangement of epithelial junctions (Amin et al., 2009; Hezel et al., 2008; Martin and 
St  Johnston,  2003).  Lkb1  has  previously  been  reported  to  control  cell  cycle 
progression  (Tiainen  et  al.,  2002)  and  accordingly,  we  observed  that  Lkb1  lacking 
acini grew larger in size and exhibited a slightly prolonged proliferation period before 
undergoing quiescence. Not surprisingly, activation of c‐Myc in Lkb1 deficient acinar 
cells  from  the  beginning  of  acinar  morphogenesis  led  to  the  formation  of  large, 
misshapen  structures  exhibiting  widespread  proliferation  and  lack  of  normal 
epithelial  structure.  However,  when  MycER  was  activated  in  mature,  Lkb1  lacking 
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acini,  the  acinar  cells  re‐entered  the  cell  cycle  whereas  control  cells  remained 
quiescent (I, Figure 4D), implying that Lkb1, via regulation of epithelial integrity, has 
an important role in suppressing cell cycle progression induced by c‐Myc.    
Similar  results were  observed  in mouse mammary  epithelial  cells  (MMECs)  lacking 





Adeno Cre  infected and uninfected). Furthermore,  loss of Lkb1  from MMECs  lead  to 
cell polarity defects as shown by loss of apical polarity markers Par‐3 and GM130 as 
well as lack of luminal space. We also observed lateralization of the tight junction (TJ) 
marker ZO‐1  into  the basolateral compartment, co‐localizing with adherens  junction 
(AJ)  marker  E‐cadherin,  thus  suggesting  disrupted  organization  of  junctional 
complexes  in  Lkb1  lacking  acini  (III,  Figures  1B‐D).  These  observations  were 
confirmed with  transmission  electron microscopy  (TEM),  where  lengthening  of  the 
physical TJ complex was seen (III, Figure 1E‐F, S1F). Intriguingly, in addition to these 
defects, we  also  observed  spontaneous  branching morphogenesis  as well  defects  in 





Myc  alleles  (Sandgren  et  al.,  1995).  The  Wap  promoter‐driven  transgenes  have 
previously  been  demonstrated  to  be  activated  in  vitro  by  addition  of  lactogenic 
hormones  (Chen  and  Bissell,  1989).  However,  we  found  that  Wap‐Myc  was 
biologically active in vitro in isolated MMECs without lactogenic hormones (III, Figure 
S5),  likely  due  to  deregulation  of  Wap  promotor  control  by  active  c‐Myc 
(Schoenenberger  et  al.,  1988).  Corroborating  our  findings  in MCF10A  cells,  MMECs 






C),  altogether  suggesting  a  wide‐spread  lack  of  epithelial  organization  and 
proliferation control. In this system, we could not test whether c‐Myc activation in the 
preformed  acini  deficient  in  Lkb1  could  induce  ectopic  proliferation,  however,  our 





Because  our  studies  strongly  suggested  Lkb1  is  important  in  the  regulation  of 
epithelial  architecture  of mammary  epithelial  cells, we next  explored whether  Lkb1 
controls epithelial structure also in vivo. Therefore, we used transgenic and mammary 
fat  pad  transplantation  based  approaches  to  delete  Lkb1  from  the  mammary 
epithelium.  Firstly,  we  crossed  Lkb1lox/lox  mice  with  Wap‐Cre  mice  (Wagner  et  al., 
1997)  to  create  animals  with  tissue  specific  deletion  of  Lkb1  from  the  mammary 







glands  as  demonstrated  by  H&E,  CK14  and  EpCAM  stainings.  Interestingly,  similar 
lateralization of TJs  in  the Lkb1  lacking ducts was observed as  in 3D culture  in vitro 
and mild disorganization of  the ductal  epithelium  illustrated by  staining with apical 
markers  occludin  and  ZO‐1  (III,  Figure  3F).  These  results  suggest  that while  loss  of 
Lkb1 induces cell polarity defects in the mammary epithelium, it does not result in a 
widespread disarray of the tissue. In accordance, a recent study showing loss of Lkb1 
from  the mouse mammary  gland  using  the Blg‐Cre  promoter  does  not  report  gross 
alterations of Lkb1 lacking glands (McCarthy et al., 2009), even though this study did 
not exhibit detailed analysis of mammary gland ultrastructure nor polarity markers. 
Comparable  results were  obtained  from  the  fat  pad  transplantation  assays. MMECs 
from  wild  type  donor  mice  were  lentivirally  transduced  to  express  Lkb1  shRNA, 
transplanted  into  cleared  fat  pads  of  recipient  virgin  mice  and  analyzed  14  weeks 
after transplantation. In the resulting mammary epithelium, a significant decrease in 
Lkb1 mRNA  levels was  observed  and  similarly  to  the  transgenic  animals,  increased 
side  branching  accompanied  with  markedly  normal  ultrastructure  was  observed. 
However, both  transgenic and  fat pad  transplanted Lkb1  lacking epithelium showed 
increased  eosinophilic  staining  and  thickening  surrounding  the  mammary  ducts, 
which coincided with immunostaining of interstitial collagens I and III (III, Figure 3B‐
E). Furthermore,  in  the Lkb1  lacking epithelium,  the  staining of BM collagen  IV was 
observed  in  both  transgenic  and  fat  pad  transplanted  animals  to  be  discontinuous. 
Thus our results imply that loss of Lkb1 not only leads to defects in epithelial integrity, 
but  also  to  changes  in  the  microenvironment  surrounding  the  epithelium. 
Interestingly,  previous  studies  have  shown  that  loss  of  Lkb1  alters  the  stromal 
component of the gastro‐intestinal tract (Udd et al., 2010) and tumor stroma in a lung 
cancer model (Gao et al., 2010b). Moreover, loss of Lkb1 exclusively from the stromal 
smooth  muscle  cells  can  lead  to  polyp  formation  (Katajisto  et  al.,  2008).  Taken 
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3  in  branching morphogenesis.  The  study  shows  that  loss  of  polarity  protein  Par‐3 
from mammary epithelial cells results in inhibition of ductal elongation and branching 
morphogenesis (McCaffrey and Macara, 2009). The authors speculate that this is due 
to  incorrect  positioning  of  the  apical  aPKC  as  well  as  differentiation  defects  in  the 
terminal end buds (TEBs) cell population, leading to inability of the TEBs to bifurcate 
and  the  ducts  to  elongate.  Furthermore,  Par‐3  and  Par‐6/aPKC  proteins  have  been 
implicated  in  the  orientation  of  the mitotic  spindle  (Durgan  et al.,  2011;  Hao  et al., 




relatively mild polarity defects  in Lkb1 deficient glands  lead to  increased branching, 
whereas  gross  defects,  such  as  in  the  case  of  Par‐3  deficiency,  lead  to  the  opposite 
phenotype.  Indeed,  it  has  been  shown  that  activation  of  mutant  Ras  in  a  dose‐
dependent  manner  leads  to  hyperplasia  and  inhibition  of  mammary  ductal 
morphogenesis (Sarkisian et al., 2007).    
Furthermore,  it  is  tempting  to  speculate  that  Lkb1  could  contribute  to  branching 
morphogenesis  by modulating  the  stroma  of mammary  epithelial  ducts.  Our  results 
show  that  loss  of  Lkb1  leads  to  an  increase  in  the  interstitial  collagens  I  and  III 
surrounding  the mammary ducts.  Interestingly,  in a  lung cancer model,  loss of Lkb1 
has  been  shown  to  contribute  to  cancer  progression  by  increasing  lysyl  oxidase 
activation,  which  in  turn  leads  to  increased  deposition  of  collagen  and  enhanced 
proliferation (Gao et al., 2010b). It has also been demonstrated that collagen I can be 
found  from  the  ECM  surrounding  TEBs  (Ingman  et  al.,  2006)  and  moreover,  that 
collagens and crosslinking of collagen increases the compliance of the ECM, which can 
in turn lead to increased cell motility and malignant phenotype of mammary epithelial 
cells  (Levental  et  al.,  2009).  Thus  these  data  suggest  that  Lkb1  deficiency‐induced 
increases  in  the  interstitial collagens could concomitantly  increase the propensity of 
mammary epithelial ducts to branch.       
Lkb1 could also affect branching morphogenesis by regulating TGF‐β1 signaling. TGF‐
β1  appears  to  have  a  dual  role  in  regulating  branching  morphogenesis,  as  both 
overexpression  and  loss  of  TGF‐β1  have  been  demonstrated  to  inhibit  branching 
morphogenesis  (Daniel  et  al.,  1989).  However,  collectively  the  results  suggest  that 
TGF‐β1 signaling is increased at TEBs and activated elsewhere in the ducts to inhibit 
excess lateral branch formation (Silberstein et al., 1992). Moreover, mouse embryonic 








due to defective TGF‐β1 signaling in the ducts.         
Finally, Lkb1 loss was observed to lead to BM deterioration both in vitro and in vivo. It 
has  been  demonstrated  previously  that  an  increase  in  Stromelysin  (MMP‐3), which 
has been shown to degrade BM, results  in  increased side branching (Sympson et al., 
1994).  Interestingly,  our  results  imply  that  serine‐protease Hepsin, which  has  been 
shown  to  cleave  laminin‐332  in  vitro  and  when  overexpressed  leads  to  BM 
deterioration  in vivo  (Klezovitch et al.,  2004; Tripathi et al.,  2008),  is  a downstream 
target of Lkb1 in the regulation of BM in mammary epithelial cells (Discussed in more 
detail in 9). We found in our studies that Hepsin is deregulated in MMECs lacking Lkb1 
and  furthermore,  that  downregulation  of  Hepsin  in  Lkb1  deficient  MMECS  inhibits 
spontaneous  branching  and  leads  to  restoration  of  intact  BM  (III,  Figure  6D‐H). 
Furthermore,  hepatocyte  growth  factor  (HGF),  a  recently  demonstrated  target  of 
Hepsin  (Owen  et  al.,  2010),  has  also  been  implicated  in  mammary  branching 
morphogenesis  (Yant  et al.,  1998).  Therefore,  it  is  plausible  that  loss  of  Lkb1  could 
lead  to  Hepsin  deregulation  also  in  vivo  and  thus  to  enhanced  branching 
morphogenesis via mechanisms involving BM deterioration or HGF activation. 
9. Loss of Lkb1 cooperates with c‐Myc in mammary tumorigenesis (III) 
As  our  studies  demonstrated  that  loss  of  Lkb1  sensitizes  cells  to  proliferation  and 
malignant growth  induced by oncogenic c‐Myc  in vitro, we explored whether  loss of 
Lkb1  in vivo would accelerate c‐Myc‐induced  tumorigenesis. Thus we created  triple‐
transgenic  mice  by  crossing  together  animals  carrying  Wap‐Myc,  Wap‐Cre  and 
Lkb1lox/lox  alleles  (hereafter  Myc/Lkb1‐),  allowing  us  to  simultaneously  study  the 
activation  of  c‐Myc  and  Lkb1  deletion  from mouse  mammary  epithelium.  Previous 
studies  have  shown  that  female mice  overexpressing  c‐Myc  in mammary  epithelial 
cells develop mammary carcinomas in multiparous state with a latency varying from 4 
to 6 months (D'Cruz et al., 2001; Sandgren et al., 1995; Schoenenberger et al., 1988). 
We  observed  similar  latency  (6 months)  after  two  consecutive  pregnancies  in mice 
expressing  Wap‐Myc  (or  in  Wap‐Myc;Wap‐Cre  animals),  yet  virgin  mice  already 
exhibited  increased  proliferation  and  apoptosis.  In  contrast,  the  Myc/Lkb1‐  mice 
exhibited  dramatically  shortened  latency  of  tumor  formation  (2.5 months),  as  they 
developed  tumors  already  during  or  before  the  first  pregnancy  (III,  Figure  4). 
Furthermore, whereas Wap‐Myc mice developed approximately 2.5 focal or multifocal 
tumors, Myc/Lkb1‐ mice each developed 10 tumors. Also,  in  the Myc/Lkb1‐ animals 
the  tumors were  diffuse  and  >6  times  the  volume,  consisting  essentially  the whole 
gland.  The phenotype  of mice  lacking  only  one  Lkb1  allele was  similar  to Wap‐Myc 
mice,  with  higher  tumor  multiplicity  (mean  6.5).  Intriguingly,  also  65%  of  male 
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Myc/Lkb1‐ mice  developed mammary  tumors with  lower multiplicity  (mean  of  3.6 
tumors).  Taken  together,  loss  of  Lkb1  dramatically  synergizes  with  c‐Myc  in 




were  cytologically  of  high  grade,  half  of  the  Myc/Lkb1‐  tumors  were  classified  as 
adenocarcinomas  and  half  as  mammary  intraepithelial  neoplasias,  mainly  because 
they were due  to a diffuse  tumor  type  lacking observable  invasion. However, all  the 
Myc/Lkb1‐  tumors  had  a  distinct  morphology  as  they  exhibited  large,  unorganized 
and coalesced epithelial ducts as well as irregular, surrounding BM. Similar coalesced 
structures were also present in the rare, non‐tumor areas of Myc/Lkb1‐ animals (III, 
Figure  5A).  Hence,  the  fast  tumorigenesis  in  Myc/Lkb1‐  animals  and  the  distinct 
morphology  of  the  glands  including  unorganized  epithelial  structures  and 
deterioration of BM suggested  that Lkb1  loss‐induced epithelial  integrity disruption 
could be important in the formation of Myc/Lkb1‐ tumors.  
 
Furthermore, we  did  not  observe  inhibition  of  apoptosis, which  has  been  shown  to 
accelerate c‐Myc‐induced tumorigenesis in different mouse models (Amundadottir et 
al.,  1996;  Zhan et al.,  2008).  For  instance,  loss  of  the  polarity  protein  Scribble  from 
mammary epithelial cells leads to disruption of epithelial integrity and an increase in 





limiting  c‐Myc‐induced  tumor  growth.  Also,  inhibition  of  proliferation  by  tissue 
structure might  similarly  lead  to  slow  tumorigenesis  by  c‐Myc.  For  instance,  it  has 
been  shown  that  overexpression  of  c‐Myc  in  developing  hepatocytes  leads  to  rapid 
onset of neoplasia, but if c‐Myc is activated in adult hepatocytes within differentiated 
tissue,  neoplasias  develop  only  after  long  latency  (Beer  et  al.,  2004).  Similarly, 







role  in  the  synergy  between  c‐Myc  activation  and  Lkb1  loss.  Therefore,  we  next 
targeted  pathways  linked  to  epithelial  integrity  and  branching  morphogenesis  in 
order  to  rescue  Lkb1  loss‐induced  spontaneous  branching  and  Myc/Lkb1‐  induced 
branching/aggregation phenotypes (III, Figure 5D‐F). Our results revealed that while 
TGF‐β1  was  able  to  inhibit  loss  of  Lkb1  induced  spontaneous  branching,  the 
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Myc/Lkb1‐  induced branching/aggregation was only  inhibited by  trypsin‐like serine 
protease inhibitor Compound 10a.   
 
Therefore, we  focused on  studying  serine‐protease Hepsin,  an  interesting  candidate 
shown previously  to be deregulated  in prostate  and breast  cancer and  to  cooperate 
with c‐Myc in induction of prostate carcinogenesis (Klezovitch et al., 2004; Nandana et 
al.,  2010;  Xing  et  al.,  2011),  interestingly,  Hepsin  has  been  shown  to  induce 
degradation  of  BM  by  directly  cleaving  laminin‐332  (Tripathi  et  al.,  2008). 
Surprisingly,  we  found  that  in  Lkb1  deficient  MMEC  acini,  Hepsin  was  found  to  be 
mislocalized  from  cell‐cell  borders  to  the  cytosol  (III,  Figure  6A).  Hepsin  has  been 
demonstrated to reside in desmosomes (Miao et al., 2008), and likewise, we show that 
it  partially  co‐localizes  with  desmosomal  protein  desmoplakin.  Furthermore,  both 




as  demonstrated  by  lack  of  luminal  space, mislocalization  of  apical  polarity marker 
ZO‐1  and  discontinuities  in  BM  marker  Nidogen  in  acini  overexpressing  Hepsin. 
Furthermore, downregulation of Hepsin by lentiviral shRNA leads to partial inhibition 
of  Lkb1  loss‐induced  spontaneous  branching  and  Myc/Lkb1‐  induced 
branching/aggregation as well  as  to  re‐establishment of BM (III, Figure 6D‐H). Also, 
Hepsin expression was observed  to be negative  in  the majority of Wap‐Myc  tumors 
(75%)  by  immunohistochemical  staining,  while  in  contrast,  65%  of  the  Myc/Lkb1‐ 
tumors exhibited intense Hepsin immunostaining (III, Figure 7A). Also, Hepsin protein 
was observed exclusively  in Myc/Lkb1‐  tumors by western blotting  (III,  Figure 7B). 
These results thus propose that deregulation of Hepsin, involving mislocalization and 




breast  cancer  samples.  Lkb1  mutations  are  known  to  be  rare  in  sporadic  breast 
cancers yet diminished expression has been reported (Fenton et al., 2006; Shen et al., 
2002). Hence, we determined the protein levels of Lkb1 in these samples by western 
blotting  and  Hepsin  levels  by  immunohistochemistry.  Interestingly,  26%  of  the 
samples exhibited diminished Lkb1 protein levels comparable to the MCF10A cell line, 
which exhibited relatively  low Lkb1  levels  (data not shown). Moreover, out of  these 
samples,  47%  demonstrate  strong  Hepsin  immunostaining  yet  surprisingly  none  of 
the  samples  were  Hepsin  negative  (III,  Figure  7C‐E).  Thus  our  results  suggest  that 
diminished  Lkb1  levels  associate  with  deregulation  of  Hepsin  in  breast  cancer.  In 
conclusion, these results show that loss of Lkb1 is a strong collaborator with c‐Myc in 




disruption,  increased  interstitial  collagen  production,  increased  branching  and  BM 






Our  previous  results  suggested  that  epithelial  integrity  of mammary  epithelial  cells 
critically modulates proliferation  induced by oncogenes. Furthermore,  in Drosophila, 
various  genes  known  to  regulate  cell  polarity  as  well  as  other  aspects  of  epithelial 
integrity  are  also  required  for  cell  proliferation  control  (Brumby  and  Richardson, 
2005)  and  mutations  in  these  genes  lead  to  disruption  of  epithelial  integrity  and 
eventual  tumor  growth.  We  thus  explored  whether  human  orthologs  of  these 
Drosophila  genes  regulate  epithelial  integrity  and  cell  proliferation  of  mammary 
epithelial  cells,  and  additionally,  whether  these  genes  have  tumor  suppressor 
properties.  
 
We  compiled  a  list  using  Drosophila  Interactive  Fly  database  (47th  Edition;  Brody, 
1999) and  identified genes related  to  tumor suppression, epithelial  junctions, apico‐
basal cell polarity,  tissue polarity and asymmetric cell division. The  list  included cell 
polarity  and  adhesion  regulators, Drosophila  hTSGs  and  nTSGs,  and  other  signaling 
molecules. Next we searched  for  the human orthologs of  these genes using Ensembl 
database (ensembl.org) to yield a list of potential human epithelial integrity regulators 
(hEIRs).  Also,  as  TJs  have  a  different  function  and  localization  in  Drosophila  and  
mammalian epithelial cells, we added to the list TJ related proteins to yield a final list 
of 77 genes (IV, Figure 1). To assess the tumor suppressor potential of the hEIR genes, 
we  created  an  algorithm  that  compiles  data  from  global  databases  (ONCOMINE, 
COSMIC,  Tumorscape  and  The  Cancer  Genome  Atlas)  and  records  the  somatic 
mutation frequency,  loss of expression and copy number of genes and chromosomal 
rearrangements.  This  algorithm  was  applied  to  all  human  genes  to  rank  them 
according to their tumor suppressor potential. We observed that 20 out of the 77 hEIR 
genes  were  among  the  genes  ranking  highest  in  tumor  suppressor  properties  (IV, 
Figure 1B‐C). 
 
Next  we  assessed  the  effect  of  knocking  down  hEIR  genes  on  the  formation  and 
maintenance of mammary epithelial 3D structures. To create a collection of validated 
shRNAs,  we  collected  2‐5  shRNAs  against  all  the  hEIR  genes  (IV,  Tables  2‐4)  and 
tested  the  knockdown  efficacy  of  these  constructs  by  qPCR  or  western  blotting.  In 
total  52  constructs  (24%  of  all)  produced  a  knockdown,  which  is  similar  to 
commercially  available  shRNA  libraries.  Next,  to  screen  for  defects  in  epithelial 
integrity,  the  MCF10A  MycER  cells  were  individually  infected  with  each  of  the  52 
validated shRNAs, and grown in 3D culture for 10 days in the presence or absence of 
MycER  activation.  Subsequently,  acini  were  immunostained  with  E‐cadherin  and 
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analyzed  for  size  (area  and  perimeter)  and  symmetry  (circularity),  both  important 
aspects  of  epithelial  integrity.  Interestingly,  19  shRNAs  against  16  different  genes 
exhibited  changes  in  the  epithelial  structure  (IV,  Figure  2  and  Table  1).  The  genes 
leading to changes in acinar size included for instance DVL3, PALS1, NUMB and LATS1. 
Also, only 6 shRNA constructs against resulted in a decrease in acinar symmetry (IV, 
Table 1).  Intriguingly,  the DVL3‐B  and PALS1‐B  shRNA constructs, which  lead  to  the 
most prominent size increase in the MCF10A acini, also lead to a significant increase 
in acinar proliferation at day 18. In conclusion, our screen revealed that many of the 
human  orthologs  of Drosophila  epithelial  integrity  regulating  genes  also  have  a  key 
role  in  the  regulation  of  epithelial  integrity  in  human  mammary  epithelial  cells. 
Additionally,  it  seems that many of  these genes  lead  to disruption of growth control 
during  acinar  morphogenesis  and  furthermore,  that  severe  changes  in  acinar 





of  epithelial  integrity  can enhance  the MCF10A acinar  transformation  induced by  c‐
Myc (I, III). Therefore we tested the effect of chronic c‐Myc activation starting at day 1 
in the 52 shRNAs with validated knockdown (IV, Figure 3). Our previous results show 
that c‐Myc activation  leads  to an  increase  in acinar size and misshapen acini  (I), yet 
nevertheless 21 constructs against 15 individual genes (IV, listed in Table 1) produced 
alterations  in  acinar  size  and  symmetry  compared  to  control  shRNA.  Furthermore, 
loss  of  expression  of  polarity  gene  PALS1  or  actin  binding  tropomodulin  3  TMOD3 
exhibited  both  simultaneous  increase  in  acinar  size  and  decrease  in  symmetry  and 
additionally increased proliferation at day 18 (IV, Figure S4). Interestingly, our screen 
revealed  that  downregulation  of  altogether  15  individual  genes  (IV,  Table  1)  to 
decreased acinar size in combination with MycER activation. Two of these constructs 
targeting  important  regulators  of  cytoskeleton  and  cell  polarity,  led  not  only  to 
decreased  acinar  size  but  also  to  a  significant  decrease  in  acinar  symmetry.  Closer 
inspection  of  the  acini  by  immunostaining  of  active  caspase‐3  revealed  enhanced 
apoptosis  in  these  acini  (IV,  Figure  3E‐F),  implying  a  strong  synthetic  lethal 
interaction between  loss of  these gene  functions and c‐Myc activation. However,  the 
synthetic  lethality was only observed  in 3D culture, suggesting that  this cooperation 
with c‐Myc in induction of apoptosis is dependent on cell context. 
 
Finally,  we  assessed  the  effect  of  acute  activation  of  MycER  in  mature,  growth‐
arrested  acini  expressing  each  of  the  shRNAs  affecting  epithelial  integrity.  As  our 
previous results  indicate  (I)  that disruption of epithelial  integrity by  loss of polarity 
protein Lkb1 leads to restoration of c‐Myc’s ability to induce cell cycle progression, we 
hypothesized that other epithelial  integrity regulating genes might also function in a 
similar  fashion.  Most  of  the  shRNAs  tested  induced  cell  proliferation  already 





but  was  further  increased  when  c‐Myc  was  activated  (IV,  Figure  S4).  Interestingly, 
only one shRNA construct was able to cooperate in the induction of proliferation with 
c‐Myc  in  a  fashion  similar  to  shLkb1  (IV,  Figure  4).  The  mechanisms  behind  the 
interaction  between  this  polarity  gene  and  c‐Myc  activation  are  currently  under 
investigation and are discussed in detail in IV.  
 
Taken  together,  the  data  presented  here  underline  the  importance  of  epithelial 
integrity  in  controlling  the  homeostasis  of  epithelium.  Furthermore,  these  studies 
demonstrate  that  intact  epithelial  structure  controls  normal  and  unscheduled  cell 
proliferation  in vitro  and  in vivo,  and  thereby suggest  that  intact epithelial  structure 
can  act  as  a  mechanism  resisting  oncogene‐induced  proliferation.  Moreover,  this 
study  has  revealed  Lkb1  as  a  major  protein  responsible  for  formation  of  intact 
epithelial  structure  and  suggests  that  other  proteins  are  also  involved.  Thus  the 
present  study  brings  insight  into  new  genes  regulating  epithelial  integrity  of 
mammalian  cells.  Furthermore,  this  study  shows  that,  similar  to Drosophila  (Bilder, 
2004), loss of certain epithelial integrity regulating genes leads to deterioration of the 
epithelial  structure without  affecting  cell  proliferation, while  loss of  other  epithelial 
structure  regulating  genes  can  affect  both  epithelial  integrity  and  proliferation. 
Importantly,  certain  epithelial  integrity  regulators,  when  lost,  can  cooperate  in 
proliferation  induction  by  c‐Myc  oncogene.  Therefore,  as  cancer  is  a  disease  of 
uncontrolled cell proliferation and loss of epithelial integrity is a hallmark of advanced 
tumors  (Hanahan  and  Weinberg,  2011;  Tervonen  et  al.,  2011),  it  is  interesting  to 
speculate  whether  epithelial  integrity  compromising  lesions  could  be  found  from 
benign lesions or low‐grade tumors. Furthermore, if such lesions are present already 
in  early  tumors,  they  could  be  potentially  used  to  predict  disease  outcome,  as  for 
instance  is  the  case with  E‐cadherin  (Mastracci  et  al.,  2005;  Rakha  et  al.,  2005).  In 
addition, while the studies presented here explored the effect of epithelial integrity on 
the functions of c‐Myc, it could be anticipated that the function of other oncogenes is 
also  modulated  by  epithelial  integrity.  For  example,  in  Drosophila  disruption  of 
epithelial  integrity  cooperates  with  Ras  or  Notch  oncogenes  in  induction  of  tumor 
growth  and metastatic  behavior  (Brumby  and  Richardson,  2003;  Pagliarini  and  Xu, 
2003),  and  thus  it  can  be  hypothesized  that  epithelial  integrity  also  presents  a 
proliferation barrier  for other oncogenes  in mammalian cells. Future studies will be 
required  to  fully  understand  the  role  of  epithelial  integrity  in  the  regulation  of  cell 
growth and  in proliferation,  yet  this data brings new  insight  into genes  relevant  for 







The  studies  presented  here  provide  compelling  evidence  that  epithelial  integrity, 
formed  by  the  interplay  between  cell‐cell  and  cell‐ECM  adhesions  and  cell  polarity, 
functions  as  a  tumor  suppressor  mechanism  by  inhibiting  oncogene‐induced  cell 
proliferation.  The  concept  of  epithelial  integrity  as  a  tumor  suppressor,  while 
previously recognized in Drosophila (Bilder et al., 2000), has not been widely studied 
in mammalian systems. Therefore,  the major and most novel  finding of  this study  is 
that  oncogene  c‐Myc‐induced  cell  proliferation  and  tumor progression  are  inhibited 
by intact epithelial integrity (I, III).  
The  data  presented  herein  also  suggests  that  Lkb1,  a  polarity  protein  implicated  in 
human  tumor  suppression,  is  essential  in  regulation  of  epithelial  integrity  in  the 
mammary  epithelium  (I,  III).  This  is  demonstrated  by  wide  spread  disturbance  in 







is  shown  to be  requisite  for Lkb1  loss‐induced BM deterioration and branching and 
thus  is  a  downstream  target  of  Lkb1  in  epithelial  integrity  regulation.  Furthermore, 
the dramatic cooperation between loss of Lkb1 and c‐Myc in mammary tumorigenesis 
appears  to  involve  Hepsin  and  BM  deterioration.  These  data  suggest  an  interesting 
hypothesis  that  Hepsin  is  essential  for  the  synergy,  and  aggressive  tumorigenesis. 
Emerging  data  show  that  genes  essential  for  the  maintenance  of  intact  epithelial 
integrity are often  lost during human cancer progression (Reviewed by Tervonen et 
al., 2011) and hence,  it  is  interesting to speculate whether loss of epithelial  integrity 
regulators  leads  directly  to  increase  in  cell  proliferation,  as  has  been  proposed  in 
Drosophila models (Bilder et al., 2000), or whether they expose cells to proliferation 
induced by other lesions. The data presented here suggest that both types of epithelial 
integrity  regulators  exist,  which may  reflect  their  diverse  functions  in  normal  cells 
(IV).  Also,  these  findings  raise  an  interesting  question  of  how  epithelial  structure 
regulating genes are controlling cell cycle progression. 
Finally,  the  data  presented  here  shows  that  apoptotic  sensitivity  is  modulated  by 
epithelial integrity (I, II), whereas the mechanisms by which c‐Myc induced apoptosis 
in mammary epithelial cells is not. Also, in accordance with previous studies (Weaver 
et  al.,  2002),  the  data  shows  that  cells  with  disrupted  epithelial  integrity  are more 
vulnerable  to  apoptosis.  Thus,  it  is  interesting  to  speculate  whether  this  inherent 
sensitivity  to  apoptosis  could  be  used  to  specifically  target  cancer  cells.  However, 
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